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La Maladie de la Frontière a été mise en évidence pour la première fois en 1959 sur 
des ovins vivant à la frontière entre l’Angleterre et le Pays de Galles (Border Disease, BD). 
Elle a depuis été rapportée dans de nombreux pays dont l’Amérique du Nord, l’Australie, la 
Nouvelle-Zélande et la plupart des pays d’Europe.  
C’est une affection virale qui touche principalement les ovins. Les caprins peuvent 
également être contaminés, cependant la maladie est moins décrite. Elle est causée par un 
Pestivirus, principalement le virus de la Border Disease (BDV). Toutefois il arrive que le 
virus de la Diarrhée Virale Bovine (BVDV) contamine également les petits ruminants.  
En France, une forme suraiguë de la maladie alors dénommée « petega ovina » toucha 
le bassin de Roquefort dans les années quatre-vingt. Cependant la maladie était déjà présente 
depuis longtemps et connue sous différents noms tels que : l’entérite-leucopénie ovine ou 
agneaux bourrus et trembleurs. Toutefois, aucune souche de BDV n’avait été isolée 
auparavant sur le territoire national avant celle responsable de l’épizootie aveyronnaise, 
dénommée Aveyronite et isolée en 1984.  
Une des caractéristiques des pestivirus est leur capacité à infecter le fœtus des femelles 
gestantes. L’infection fœtal a des implications diverses mais toutes aussi importantes. Les 
principaux signes évocateurs de la maladie sont ainsi la stérilité des brebis, les avortements 
(parfois seul symptôme), la mortinatalité des agneaux et la naissance d’agneaux chétifs 
pouvant présenter des tremblements et une toison hirsute qui font qu’ils sont qualifiés de        
« hairy-shaker ». Ces symptômes mènent à d’importantes pertes économiques au sein des 
élevages.  
Depuis l’épizootie des années quatre-vingt, de nouvelles souches de BDV ont été 
isolées, chez les ovins mais aussi l’isard. Elles ont été classifiées en six génotypes différents. 
Toutefois, contrairement au BVDV, il n’existe que très peu d’études sur la variabilité du 
pouvoir pathogène en fonction des génotypes viraux, notamment la capacité des différentes 
souches à passer la barrière transplacentaire et mener à la création d’agneaux infectés 






Fin des années 1990, la situation sanitaire vis-à-vis du BDV s’était stabilisée jusqu’à 
l’apparition d’une nouvelle épizootie en 2009. Dès lors, des mesures spécifiques de 
prévention et de contrôle de la maladie ont été initiées dans le bassin par les organismes 
locaux (FODSA, GDS). Depuis 2010, les éleveurs vaccinent contre la BD en utilisant des 
vaccins hétérologues dirigés contre le BVDV, hors AMM et en adaptant les doses (demie ou 
quart de dose). Ils mettent ainsi à profit les propriétés antigéniques croisées entre le BVDV et 
le BDV. Cependant, il n’existe actuellement pas de données publiées sur l’efficacité d’une 
telle vaccination.  
 
L’objectif de ce travail est d’évaluer l’influence du génotype viral de cinq souches 
différentes de pestivirus sur l’infection fœtale et sur les conséquences directes pour le fœtus. 
Plus spécifiquement il est de déterminer la capacité des souches à produire des 
avortements, malformations congénitales et/ou des animaux infectés permanents 
immunotolérants.  
Cette étude doit aussi permettre de proposer un modèle d’infection fœtale à BDV, non 
disponible actuellement, pour tester l’efficacité de la protection fœtale des vaccins actuels.  
Après une synthèse bibliographique sur les Pestiviroses en générale et la Border 









1.    LES PESTIVIRUS 
 
1.1     Classification et historique des pestivirus 
 
Les pestivirus appartiennent à la famille des Flaviviridae (Collett et al., 1988) qui 
affectent à la fois les humains et les animaux. Cette famille comprend trois genres : les genres 
flavivirus (virus de la fièvre jaune, virus de la Dengue, virus de l’encéphalite japonaise, virus 
du West Nile…), hépacivirus (virus de l’hépatite C notamment) et pestivirus. Parmi ces 
genres, les pestivirus infectent uniquement les animaux et plus particulièrement les ongulés. 
La classification actuelle des pestivirus repose sur leurs propriétés biologiques et la 
nature de l’hôte chez qui ils ont été isolés.  Elle regroupe quatre espèces de virus : le virus de 
la Peste Porcine Classique (CSFV), les virus de la Diarrhée Virale Bovine de type 1 (BVDV-
1) et 2 (BVDV-2) et le virus de la Border Disease ou de la Maladie de la Frontière (BDV). 
Les BVDV et BDV ont été isolés chez des ovins, bovins, caprins et diverses espèces de 
ruminants sauvages (Peter F. Nettleton et al., 1998). Le BVDV peut aussi infecter 
exceptionnellement les suidés domestiques. A l’inverse le tropisme du CSFV est plus restreint 
aux suidés domestiques et sauvages, excepté sur le plan expérimental (Vilcek et al., 1997), 
Le virus de la peste porcine classique (CSFV) a été le premier pestivirus isolé au 
XIX
ème
 siècle aux Etats-Unis et en Europe (Liess et al. 1981, Beynon et al. 1962).  
Le BVDV a été isolé pour la première fois en 1946 au cours d’une épidémie de 
« grippe intestinale » touchant des bovins adultes (Olafson et al,. 1946). En 1953, ce virus a 
de nouveau été isolé chez de jeunes bovins entre six mois et deux ans. L’infection était de 
nature sporadique avec de la diarrhée et des ulcères buccaux. La létalité était de 100%. Le 
tableau lésionnel mis en évidence à l’autopsie recensait des ulcères sur tous les épithéliums 
pavimenteux malpighiens. C’est ce tableau clinique et lésionnel qui inspira le nom de 
« maladie des muqueuses » (Ramsey et al., 1953).  
En 1959, la Maladie de la Frontière fut décrite pour la première fois chez des ovins à 
la frontière entre l’Angleterre et le Pays de Galle (Hughes et al., 1959). 
 
1.2     Organisation structurale et génomique 
 
Les pestivirus sont des virus sphériques enveloppés de 40 à 60 nm de diamètre 













Figure 1 : Organisation structurale d’un pestivirus (Meyer 2012) 
 
1.2.1      Génome 
 
Le génome des pestivirus est composé d’une molécule unique d’un ARN simple brin 
de polarité positive et d’environ 12kb de long (Vilcek et al., 2006). Il comprend deux 
extrémités 3’ et 5’ non transcrites et un long cadre de lecture ouverte (ORF pour Open 












1.2.2      Protéines virales 
 
Après infection, la polyprotéine traduite de l’ARN génomique est clivée par des 
protéases virales et cellulaires en quatre protéines structurales et huit protéines non 
structurales.  
Parmi les protéines structurales, trois d’entre elles composent l’enveloppe (E0, E1 et 
E2) et représentent des cibles de choix pour les anticorps anti-virus (en particulier E0 et E2). 
 La glycoprotéine E0 possède une action ribonucléasique. Il a été démontré récemment 
qu’elle avait la capacité de se lier aux ARN doubles brins, et ainsi d’interférer avec la réponse 
interféron de type I de son hôte (Meyers et al., 2007). 
La glycoprotéine E2 est transmembranaire et à l’origine de la variabilité antigénique 
des pestivirus (Weiland et al., 1999). En 2005, Pande et al. ont émis l’hypothèse, suite à leurs 
observations, que cette glycoprotéine pourrait être impliquée dans l’attachement et la 
pénétration du BVDV dans la cellule hôte. En effet, l’incubation de cellules avec de la 
protéine E2 recombinante avant et pendant une épreuve infectieuse avec une souche 
cytopathique de BVDV semble inhiber la pénétration des virions. Par ailleurs, c’est une 
protéine immunodominante, qui induit une forte réponse en anticorps neutralisants lors d’une 
infection naturelle ou suite à une vaccination (Pande et al., 2005). 
La dernière protéine structurale, est la protéine C et constitue la capside (Rumenapf et 
al., 1993). 
Les protéines non structurales sont les suivantes : Npro, p7, NS2, NS3, NS4a, NS4b, 
NS5a et NS5b.  
La protéine Npro a une activité autoprotéolytique lui permettant de se cliver d’elle-
même de la polyprotéine. Par ailleurs, en ciblant l’interféron de type 1, elle permet en 
association avec la protéine E0 un échappement à la réponse immunitaire innée de l’hôte 
(Szymanski et al., 2009). 
La protéine p7 jouerait un rôle dans la maturation glycoprotéique et/ou la morphologie 
du virus (Elbers et al., 1996).  
La protéine NS2-3 est composée de deux sous unités protéiques NS2 et NS3. Ce 
complexe protéique est clivé en protéines NS2 et NS3 dans les souches de pestivirus 
possédant un biotype cytopathique (cf infra). 
La protéine NS3 possède trois activités enzymatiques majeures. Elle assure le 
déroulement de l’ARN favorisant la réplication du génome grâce à son ARN hélicase. Elle 
permet la production des protéines NS4a, NS4b, NS5a et NS5b grâce à sa sérine protéase. 
Enfin, elle contient un nucléoside triphosphatase, ayant une activité cytotoxique forte à 
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l’origine des effets cytopathiques. Lorsque les protéines NS2 et NS3 sont couplées, les effets 
réplicatif et cytotoxique sont moindres. La protéine NS3 est très immunogène mais n’induit 
pas la production d’anticorps neutralisants (Warrener et al., 1995).  
Les protéines NS4a, NS4b, NS5a et NS5b jouent un rôle dans la réplication de l’ARN 
viral (Grassmann et al., 2001). 
 
1.3    Variabilité des pestivirus 
 
1.3.1     Variabilité biologique 
 
Notion de biotype 
 
Il existe deux biotypes viraux dépendant du clivage de la protéine NS2-3 comme nous 
l’avons vu précédemment : le biotype cytopathique (cp) ou non cytopathique (ncp).  
Leur distinction s’établit in vitro. En effet, les souches cytopathiques induisent une 
lyse des cellules sur lesquelles elles sont mises en culture à l’inverse des souches non 
cytopathiques. Ce comportement in vitro d’une souche ne reflète cependant en rien son 
pouvoir pathogène in vivo, la plupart des souches virulentes étant des souches ncp. Les deux 
biotypes ont des caractéristiques propres permettant de les différencier (tableau 1).  
Seuls les biotypes ncp entraînent une virémie et sont donc capables d’induire une 
infection transplacentaire (Brownlie et al., 1989). Par ailleurs la distribution des souches cp 
dans l’organisme est très réduite ainsi que leurs capacités de transmission entre individus. En 
résumé, le biotype ncp apparaît comme le biotype le plus important, d’un point de vue 
épidémiologique car il est responsable des transmissions horizontale et verticale du virus.  
 
Tableau 1 : Caractéristiques des biotypes cp et ncp (Meyer, 2015) 
 
Biotypes ncp cp 
Transmission horizontale +++ + 
Transmission verticale +++ - 
Clinique Signes très variables Signes minimes 
Réponse humorales 
Apparition précoce (14 
jours) 





Titres élevés, persistance 
longue 
Titres faibles, persistance 
courte 
Distribution tissulaire Large Réduite 
Virémie Fréquente Rare 
 
Les souches cp émergent de souches ncp chez les animaux infectés permanents par des 
modifications du génome viral de la souche ncp. Ces modifications sont diverses et font suite 
à des mutations et/ou des insertions de séquences virales ou cellulaires dans le génome, par 
recombinaison non homologue entre molécules d’ARN. Chaque type cp possède des 
modifications spécifiques dans son génome. Toutefois, l’insertion d’un gène cellulaire de type 
ubiquitine est fréquemment identifiée, associé ou non à une duplication du gène NS3.   
Quelle que soit la mutation observée, la conséquence est un clivage de NS2-3 avec une 
surproduction de la protéine NS3 qui, d’une part, augmente les taux de réplication du virus et, 
d’autre part, exprime son effet cytotoxique par apoptose cellulaire (Peterhans et al., 2010). 
Ainsi les biotypes, cp seraient issus des biotypes ncp. C’est ce biotype cp que l’on 




Les pestivirus se localisent préférentiellement, après une phase virémique, au niveau 
de l’encéphale, du foie, de la rate et des poumons (Jeffrey et al., 1989, Loken et al., 1991). 
Le tropisme cellulaire est fonction du biotype de la souche. Les souches ncp ont un 
tropisme pour les lymphocytes, monocytes et les organes lymphoïdes ce qui implique que les 
antigènes viraux sont à rechercher préférentiellement au niveau des organes lymphoïdes. Les 
souches cp ont un  tropisme pour le tube digestif (Hamers et al., 2001). 
 
1.3.2     Variabilité génétique 
 
Les noms des espèces de pestivirus leur ont historiquement été attribués en fonction 
des hôtes chez lesquels elles avaient été isolées. Il a par la suite été démontré que des 
infections croisées entre espèces étaient possibles. 
Ainsi, alors qu’il est admis que le CSFV est presque exclusivement retrouvé chez le 
porc et le sanglier, les autres génotypes de pestivirus ont été retrouvés chez les ovins (Vilcek 
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et al., 1997). De même, une souche de BVDV a été isolée chez des caprins (Becher et al., 
1997).  
Par ailleurs, des études sérologiques ont permis de montrer que de nombreuses espèces 
sauvages telles que des cerfs, sangliers, bisons, chamois, girafes etc. possédaient des anticorps 
anti-pestivirus montrant que ces espèces pouvaient également être infectées (Nettleton et al., 
1990).  
Plus récemment, un important déclin de la population des isards (Rupicapra 
pyrenaica) dans les Pyrénées françaises a conduit à des études de terrain. Celles-ci ont permis 
de mettre en évidence une nouvelle souche de BD nommée BDV-4 (Hurtado et al., 2004) 
jugée responsable du déclin observé. Ceci montre l’intérêt de la surveillance épidémiologique 
des animaux sauvages dans la lutte et la prévention des pestiviroses chez les animaux 
d’élevage. 
Compte tenu de la diversité du spectre d’hôte, les pestivirus ont été classés ces 
dernières année plutôt en fonction de leur affinité avec des anticorps monoclonaux et 
finalement de leurs séquences génomiques (Nettleton et al., 1998).  
La variabilité génétique des pestivirus est essentiellement due à l’ARN polymérase 
ARN-dépendante à l’origine de mutations ponctuelles lors des cycles de réplication virale. La 
fréquence des mutations est estimée à 10
-4
substitutions/nucléotides, soit environ une erreur 
toutes les 10kb. 
 
Diversité au sein des pestivirus 
 
La classification officielle des pestivirus reconnait quatre espèces (Van Regenmortel et al., 
2000) : 
 
 - BVDV-1 :  Diarrhée Virale Bovine de type 1 
 - BVDV2 :  Diarrhée Virale Bovine de type 2 
 - BDV :  Virus de la Maladie de la Frontière 
- CSFV :  Virus de la Peste Porcine Classique 
 
Cependant depuis de nombreuses années des études phylogénétiques ont été 
entreprises. Elles ont montré l’importante variabilité génétique des pestivirus et ont aussi 
permis de proposer une classification génomique. Les premières études consistaient à analyser 
les séquences conservées de la région 5’UTR et du gène Npro. Ces dernières années certains 
auteurs proposent en plus d’analyser une partie du gène E2, un des plus variables d’un point 
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de vue génétique. Ainsi, en 2009, Liu et al., ont proposé une classification phylogénétique 
plus précise reposant sur l’étude comparative des séquences codant 5’UTR, NPro et E2. Cette 
classification a mis en exergue quatre autres espèces non classifiées jusqu’à présent : 
 
- Pestivirus de girafe 
 - BVDV-3 
 - Antelope/Bungowannah 
 - TSV 
 
  Le pestivirus de girafe, qui est représenté par une souche isolée sur une girafe au 
Kenya, avait déjà fait l’objet d’une tentative de classification par Plowright et al. en 1969.  
Cependant avec la méthode de Liu et al., il apparaît désormais comme une espèce à part 
entière de pestivirus. 
Le BVDV-3 fait référence à des pestivirus isolés dans un premier temps en laboratoire 
dans du sérum de veau fœtal, puis sur des bovins en Asie et Amérique du Sud. Ce virus a 
récemment été isolé en Italie et peut également infecter des ovins (Decaro et al., 2015) 
Antelope/Bungowannah fait référence à des pestivirus isolés sur des antilopes aux 
Etats-Unis et des porcs en Australie.  
Enfin, TSV fait référence à des souches tunisiennes isolées sur des ovins et ne rentrant 






























Figure 3 : Arbre phylogénétique et dates de divergence estimées des lignées majeures 
des pestivirus (Liu et al., 2009) 
 
D’après cette étude, la première divergence au sein des pestivirus aurait eu lieu en 
1483. Il y avait à cette époque deux lignées majeures : une d’origine bovine (comprenant le 
BVDV-1, BVDV-2, BVDV-3 et le pestivirus de la girafe) et au autre d’origine ovine et 
porcine (comprenant le CSFV, le BDV et le TSV).  
Ensuite, la première évolution pour les pestivirus d’origine bovine concerna le 
pestivirus de girafe qui divergea et évolua indépendamment de son ancêtre commun en 
Afrique autour de 1615.  
La seconde évolution concerna le BVDV-3, qui divergea en Amérique du Sud ou en 
Asie de l’Est autour de 1681.  
La troisième évolution fut la séparation des BVDV-1 et BVDV-2 autour de 1743 
lorsque le BVDV-2 évolua indépendamment en Amérique du Nord. Le BVDV-1 se diversifia 
ensuite autour de 1802 et se propagea à travers le monde. 
La séparation entre les pestivirus ovin et porcin eu lieu en 1629, lorsque leurs hôtes 
sont devenus spécifiques : les ovins pour le BDV et les porcins pour le CSFV. Le BDV se 
diversifia en 1748. 




Diversité au sein du BVDV 
 
Il existe trois espèces de BVDV : le BVDV-1, le BVDV-2 et le BVDV-3. Les deux 
premiers sont proches sur le plan génétique alors que le génotype BVDV-3 est plus distant 
des deux premiers. Leurs différences sont donc plutôt attribuées aux différents endroits où ils 
ont été isolés et à leurs relations antigéniques.  
D’après Liu et al., la première séparation concerna le BDV-3, qui divergea en 
Amérique du Sud ou en Asie de l’Est autour de 1681. La divergence entre BVDV-1 et 
BVDV-2 s’est produite en 1743 lorsque le BVDV-2 évolua indépendamment en Amérique du 
Nord (Liu et al., 2009). Le BVDV-1 se diversifia ensuite autour de 1802 et se propagea à 
travers le monde. 
Vilcek et al. ont admit en 2004 que la variabilité génomique (basée sur la comparaison 
des séquences 5’ UTR) au sein du BVDV-1 est comprise entre 76 et 99% et que celle du 
BVDV-2 est entre 81 et 99% (Vilcek et al., 2004). 
Il existe douze génotypes différents au sein du BVDV-1 : BVDV-1a à BVDV-1l alors 
qu’il n’en existe que trois au sein du BVDV-2 : BVDV-2a, BVDV-2b et BVDV-2c.  
Le site internet www.bvdobservatoire.fr dresse la carte de la situation épidémiologique 
de la BVD actuellement en France. Ainsi, c’est le BVDV-1 qui prédomine actuellement en 
France avec comme génotypes majoritairement représentés : le BVDV-1b et BVDV-1e. 
Pour le moment, il est impossible de corréler un quelconque pouvoir pathogène à un 
génotype particulier. Le BVDV-1, comme le BVDV-2, est capable d’infecter le fœtus et de 
provoquer des infections permanentes immunotolérantes. De même, lors d’infection 
transitoire horizontale, les deux biotypes possèdent des souches peu à très pathogènes. On 
retrouve cependant plus de souches très pathogènes (entérites sévères ou troubles 
hémorragiques) chez le BVDV-2. 
 
Diversité au sein du BDV 
 
Il n’existe qu’un génogroupe de BDV, suggérant que la diversité génétique est moins 
importante qu’entre, par exemple, le BVDV-1 et le BVDV-2. Toutefois le nombre de souches 
de BDV séquencées est moins important et la diversité intragroupe est bien réelle (Liu et al., 
2009). 
Quatre génotypes étaient admis jusqu’en 2008 : BDV-1, BDV-2, BDV-3 et BDV-4. 
Dubois et al., on mis en évidence deux nouveaux génotypes dans leur étude de 2008 : BDV-5 
et BDV-6 (Dubois et al., 2008). Dans cette étude, ils se sont basés sur la variabilité des 
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séquences de la région Npro pour classifier les génotypes. Le BDV-5 comprend notamment la 
souche Aveyronite (AV) isolée pour la première fois en France en 1984 sur des ovins. 
Par contre, comme pour le BVDV, il n’a pas été attribué sur le terrain de différence de 
pouvoir pathogène entre génotypes de BDV et il n’existe à notre connaissance que très peu 













Figure 4 : Arbre phylogénétique établi à partir de la comparaison des séquences NPro 




Cette variabilité génétique est à prendre en considération lors de diagnostics de 
laboratoire et notamment lors de réalisations de PCR. En effet, il convient d’adapter les outils 
diagnostics et notamment les amorces et les sondes de PCR. En cas d’infection par une 
souche très éloignée génétiquement des souches reconnues par les trousses diagnostiques, cela 
pourrait conduire à l’obtention de résultats faux négatifs. Cependant, la plupart de ces trousses 
utilisent des régions très conservées pour l’amplification de l’ARN et sont testées vis-à-vis 




1.3.3     Variabilité antigénique 
 
Diversité antigénique des pestivirus 
 
En 1989, Cay et al. ont montré que les espèces de pestivirus possédaient des antigènes 
en commun. En effet, en faisant réagir des anticorps monoclonaux (19 anticorps monoclonaux 
anti-CSFV, 42 anticorps monoclonaux anti-BVDV, 13 anticorps monoclonaux anti-BDV) de 
différentes souches de pestivirus (8 souches de CSFV, 16 souches de BVDV et 7 souches de 
BDV) avec ces mêmes souches, ils ont pu définir des réactions croisées entre ces anticorps 
monoclonaux et les différentes souches. Les anticorps monoclonaux anti-CSFV réagissaient 
uniquement avec les souches de CSFV. En revanche, les anticorps monoclonaux anti-BVDV 
et anti-BDV réagissaient avec toutes les souches montrant que les espèces BDV et BVDV 
semblent êtres proches sur le plan antigénique comparées au CSFV. 
En 2012, Anne et Meyer réalisèrent dans le cadre d’une thèse d’exercice vétérinaire 
une inoculation d’épreuve de brebis naïves suite à une vaccination avec une souche inactivée 
de BVDV-1 (Bovilis ND). Suite à la vaccination, ils constatèrent la production d’anticorps 
neutralisants à la fois la souche NADL (BVDV-1), une souche de BDV-5 (Aveyronite) et une 
souche de BDV-3. La réponse vis-à-vis des deux souches de BDV était plus importante 
quantitativement par rapport à celle du BVDV-1 mais s’atténuait au bout de deux mois post-
vaccination alors que celle du BVDV-1 perdurait de manière stable jusqu’à l’inoculation 
d’épreuve six mois plus tard. 
Les pestivirus, subissant de nombreuses mutations, possèdent des séquences 
génétiques particulièrement variables telles que la séquence codant la glycoprotéine E2 à 
l’origine de la variabilité antigénique. Cette glycoprotéine est à l’origine de la sécrétion des 
anticorps neutralisants. Il a ainsi été démontré que des souches de BVDV et BDV pouvaient 
être distinguées grâce à l’utilisation de certains anticorps neutralisants (Edward et al., 1988, 
Shannon et al., 1991). Par ailleurs, il a été montré que E2 présentait deux domaines 
antigéniques, l’un conservé d’une espèce à l’autre, l’autre non (Paton et al., 1992). 
 
Diversité antigénique du BVDV 
 
 Il existe deux espèces de BVDV : le BVDV-1 et BVDV-2. Des réactions croisées 
entre ces espèces sont possibles et ont surtout lieu pour la protéine NS2-3 qui est très 
conservée d’une espèce à l’autre. Cependant, elles peuvent aussi parfois avoir lieu pour la 
protéine variable E2. 
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Par exemple, dans leur étude de 1998, Cortese et al. ont montré qu’un vaccin vivant 
atténué dirigé contre le BVDV-1 induisait l’apparition d’anticorps neutralisants contre les 
BVDV-1 et 2 (Cortese et al., 1998). 
Par ailleurs, il y a également des réactions croisées au sein des génotypes de ces 
mêmes espèces. Le sérum dirigé contre le BVDV-1k neutralise de manière très faible les 
autres sous génotypes, alors que les sérums dirigés contres les autres sous génotypes 
neutralisent efficacement le  BVDV-1k (Bachofen et al., 2008) . 
 
Diversité antigénique du BDV 
 
Dans leur étude de 1998, Nettleton et al. ont mis en évidence des réactions 
antigéniques croisées au sein de souches de BDV. Après avoir infecté expérimentalement des 
agneaux naïfs avec cinq souches de BDV, le sérum des agneaux a été prélevé. Ils ont alors 
réalisé des tests de neutralisation croisée entre les sérums récoltés et les cinq souches 
inoculées. Tous les agneaux avaient séroconvertis et produits non seulement des anticorps 
neutralisants contre la souche qui leur avait été inoculée mais aussi contre les autres. 
Anne et Meyer ont également mis en évidence une production en anticorps 
neutralisant la souche de BDV (BDV-3) qu’ils avaient utilisés pour inoculer leur brebis en 





Cette variabilité antigénique est à prendre en considération lors de diagnostics de 
laboratoire et c’est pourquoi les tests ELISA sont dirigés contre la protéine NS2-3 pour 
laquelle les réactions croisées sont importantes.  
 
1.4      Immunogénicité 
 
1.4.1     Cinétique de production des anticorps (Loubière, 2012) 
 
Les anticorps neutralisants (anti-E2) apparaissent dans les deux semaines post-
infection et atteignent un plateau vers la dixième semaine. Ils peuvent persister jusqu’à trois 
ans (Loken et al., 1991). 
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Les anticorps fixant le complément apparaissent entre le 11
ème
 et le 35
ème
 jour post 
inoculation, atteignent un plateau entre le 40
ème
 et le 80
ème
 jour et persistent au moins trois 
mois. 
Les anticorps précipitants sont d’apparition plus tardive. Ils apparaissent entre le 30ème 
et le 40
ème
 jour post contamination. 
 
1.4.2      Protection croisée entre pestivirus d’une même espèce 
 
Concernant le BVDV, il existe une protection croisée relative entre le BVDV-1 et 
BVDV-2.  Par exemple, l’immunisation contre le BVDV-1 entraîne une protection croisée 
limitée contre le BVDV-2 chez les bovins (Ridpath et al., 2000). C’est à cause de cette 
protection croisée limitée, que des cheptels bovins vaccinés contre le BVDV-1 en Amérique 
du Nord ont vu l’émergence d’épidémies à BVDV-2 dans les années 90 (Bachofen et al., 
2008). Cette absence de protection totale est due à des titres en anticorps insuffisants.  
En effet, dans leur étude de 1998, Cortese et al. ont montré qu’un vaccin vivant 
atténué dirigé contre le BVDV-1 induisait l’apparition d’anticorps neutralisants anti-BVDV-1 
et anti-BVDV-2. Cependant, le titre en anticorps contre le BVDV-1 était supérieur d’un log 
au titre en anticorps anti-BVDV-2. Les titres en anticorps anti-BVDV-2 étaient en moyenne 
inférieurs à 1/16.  
Une épreuve d’inoculation avec une souche hypervirulente de BVDV-2 sur des veaux 
a montré qu’un titre en anticorps anti-BVDV-2 de 1/16 était insuffisant et entrainait des 
signes cliniques sévères (Cortese et al., 1998). Toutefois, dans ces études, la protection 
cellulaire spécifique n’a pas été testée. 
En revanche chez les ovins, Paton et al. ont montré en 1999 que le BVDV-1 conférait 
une protection fœtale hétérologue contre le BVDV-2 chez des brebis gestantes infectées à 49 
jours de gestation alors que le contraire n’était pas vérifié. L’immunisation hétérologue serait 
donc univoque chez la brebis, du moins pour le BVDV. 
Il n’existe pas d’étude portant sur la protection croisée entre les différentes souches de 
BDV.  
 
1.4.3      Protection croisée entre pestivirus d’espèces différentes 
 
La protection croisée entre BDV et BVDV est encore sujette à controverse et les 
résultats des études à ce sujet divergent. 
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Vantsis et al. montrèrent en 1980, que des brebis gestantes exposées à une souche de 
BVDV-1 et inoculées ensuite avec une souche de BDV (souche Moredun) à leur 54
ème
 jour de 
gestation avaient 92% d’agneaux malades. Au contraire, les brebis gestantes exposées à la 
souche de BDV et inoculées ensuite avec la souche de BVDV-1 à la même période de 
gestation avaient seulement 55% d’agneaux malades. Par ailleurs, toutes les brebis gestantes 
challengées avec le même virus que celui avec lequel elles ont été exposées préalablement, 
obtenaient des agneaux sains.  
Un essai terrain conduit entre 2003 et 2006 en Aveyron dans un élevage ovin positif 
Border Disease a montré que le vaccin inactivé BVD (Bovilis
ND
) présentait une protection 
hétérologue vis-à-vis des souches de BD (Poncelet et al., 2007). Ce vaccin possède une AMM 
contre l’infection transplacentaire du fœtus par le virus de la BVD chez les bovins. Ainsi, un 
élevage de 1400 brebis et agnelles Lacaunes, confirmé Border Disease positif sur des 
sérologies de mélange, a été vacciné à partir de décembre 2003 jusqu’à juin 2005 avec le 
protocole suivant : primovaccination des femelles avec deux injections intramusculaires de 
1ml – 1/2 dose bovine – à 4 semaines d’intervalle ; seconde injection 4 à 6 semaines avant la 
mise à la reproduction ; rappel annuel avec une injection intramusculaire de 1ml en minimum 
1 mois avant la mise à la reproduction. Les contrôles sérologiques postérieurs (été 2004, 2005 
et 2006) à la mise en place du programme vaccinal se sont tous révélés négatifs. 
Enfin, il est important de pouvoir connaitre la distance antigénique et génétique entre 
les différentes souches utilisées lors des études de protection croisée, que ce soit au sein d’une 
même espèce ou d’espèces différentes de pestivirus. Ainsi au sein du BVDV-1 les résultats de 
protection croisée peuvent apparaitre optimaux si l’on utilise des souches et/ou génotypes 
proches à plus modérées pour des génotypes éloignés, par exemple entre le BVDV-1a et le 
BVDV-1k.  
1.4.4      Conséquences sur la vaccination 
 
Les réactions antigéniques croisées entre espèces de pestivirus sont une évidence. 
Cependant, les taux d’anticorps neutralisants produits divergent fortement lors de challenges 
entre souches homologues et hétérologues. Dans ce dernier cas, la protection croisée n’est pas 
toujours optimale. Ainsi, certains auteurs conseillent donc fortement d’incorporer plus d’une 
souche, voire une autre espèce de pestivirus dans les vaccins connaissant la susceptibilité des 






2.    LA MALADIE DE LA FRONTIERE 
 
2.1      Historique – Importance de la Maladie de la Frontière 
 
La Maladie de la Frontière a été identifiée pour la première fois en 1959 sur des ovins 
à la région frontalière entre l’Angleterre et le Pays de Galles (Hughes at al, 1959). A la suite 
de cette publication, il est rapidement devenu évident que cette maladie sévissait également 
chez les ovins en Nouvelle-Zélande, Australie et Etats-Unis (Hartley et al., 1962). 
Aujourd’hui sa répartition est mondiale et les taux de prévalence chez les moutons varient de 
5 à 50% selon les pays et même d’une région à l’autre dans un même pays (Nettleton et al., 
1998). 
La Border Disease se manifeste par la présence de brebis vides dans le troupeau, 
d'avortements (parfois seul symptôme), de morts-nés, d'agneaux faibles présentant de façon 
plus ou moins importante des tremblements, des anomalies du squelette et un aspect hirsute. 
Ces diverses formes ont donné lieu à diverses dénominations : agneaux trembleurs, maladie 
du tremblement congénital, maladie du tremblement avec hirsutisme, hypomyélogenèse 
congénitale.  
Dans l’Aveyron : en 1984, une forme suraiguë de la maladie est apparue et fut 
dénommée « Petega ovina » ou « Entérite Leucopénie Ovine » (E.L.O.).  
En 2009, une forme aiguë de la Border Disease est réapparue en Aveyron. Suite au 
dépistage sérologique en 2010 dans les 2000 cheptels du département, la prévalence et 
l’incidence étaient respectivement de 6% et 2% en cheptel laitier alors qu’elles étaient de 22% 
et 9%  cheptel allaitant (Paul Mondoly, Céline Pouget, 2011). 
 
2.2      La maladie 
 
2.2.1   Pathogénie générale et genèse des infectés permanents 
immunotolérants (IPI) 
   
Infections horizontale et verticale 
 
Lors d’infection horizontale, qui correspond à une infection transitoire, le virus 
pénètre par voie oro-nasale, puis se multiplie au niveau de l’arbre respiratoire avant de gagner 
le système lymphoïde. Cette phase est suivie d’une virémie courte et d’intensité faible lors de 
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laquelle le virus infecte les cellules mononuclées sanguines et/ou reste sous forme libre dans 
le compartiment sanguin. L’excrétion virale sera de courte durée et de faible intensité.   
 L’infection verticale se déroule de la mère au fœtus durant la période de gestation qui 
est de 150 jours environ chez la brebis. En effet, les pestivirus ont la particularité de pouvoir 
traverser la barrière placentaire et d’infecter le fœtus, lors d’infection transitoire de la mère. 
En fonction du stade de gestation, le virus sera soit directement éliminé, soit infectera 
le fœtus. Il en résultera éventuellement une infection persistante en fonction du stade de 
gestation. Celle-ci sera caractérisée par une virémie persistante et de forte intensité. 




La vulnérabilité du fœtus dépendra du moment de l’infection par rapport au 
développement fœtal et à l’acquisition de ses compétences immunologiques. 
 
 Infection entre 1 et 15 jours de gestation 
 
Si l’infection a lieu au stade pré-implantatoire, le fœtus n’est généralement pas infecté 
car le virus est éliminé avant qu’il n’ait pu traverser la barrière placentaire. En effet, la 
formation du « pont placentaire » correspondant à l’union caroncule-trophoblaste a lieu vers 
le 28
ème
 jour de gestation. Les anticorps maternels apparaissent environ dix jours après 
l’infection, lorsque la virémie cesse. Ainsi, le virus est généralement éliminé par la mère avant 
d’atteindre le fœtus.  
 
 Infection entre 15 et 60 jours de gestation 
 
A ce stade, lorsqu’une brebis gravide non immunisée est infectée, le virus se propage 
rapidement au placenta qu’il traverse. Il en résulte parfois une placentite nécrosante pouvant 
entrainer un avortement (Caffrey et al., 1997). En revanche, si la gestation se poursuit, la 
placentite va rétrocéder spontanément en raison de l’apparition d’anticorps maternels qui, par 
contre, ne protégeront pas le fœtus. Ce dernier va alors accepter, à tort, le virus comme faisant 
partie du « soi », son système immunitaire n’étant pas encore compétent. Ceci conduit à la 




 Infection entre 60 et 85 jours de gestation 
 
C’est la période à laquelle le système immunitaire adaptif du fœtus est en cours 
d’acquisition. Le devenir du fœtus est alors moins prédictible. Les avortements deviennent 
plus rares. Certains agneaux naissent quand même IPI avec plus ou moins de signes cliniques 
associés selon la virulence de la souche. Certains autres font une réponse immunitaire 
classique contre le BDV et naissent séropositifs. Toutefois, l’infection virale, à ce stade de 
gestation, chez un agneau au système immunitaire compétent peut entrainer une forte réaction 
immunitaire ayant pour conséquence une hypoplasie ou dysplasie cérébelleuse ou encore une 
hydrocéphalie (Nettleton et al., 1998).   
 
 Infection après 85 jours de gestation 
 
Le fœtus ovin de plus de 85 jours est mature du point de vue immunitaire. Ils 
éliminent le BDV et naissent majoritairement sains, vironégatifs et séropositifs (Barlow et al., 




Tableau 2 : Conséquences possibles de l’infection d’un fœtus ovin par le BDV selon le 






Date de l’infection 
Conséquences Virus Anticorps 
J0            J15             J60              J85 
    Virus éliminé par la mère - - 
    Avortements, agneaux IPI, 
trembleurs,  hirsutes, faibles 
ou normaux  
+ - 
    Avortements, agneaux IPI, 
malformés ou normaux 
+/- +/- 
    Avortements, agneaux 




Mécanismes de la genèse des infectés permanents immunotolérants  
 
Plusieurs hypothèses ont été proposées pour tenter d’expliquer ce processus 
d’infection persistante. La majorité des expérimentations a été conduite chez les bovins.  
Comme nous l’avons vu précédemment, la période de genèse des IPI est assez 
restreinte et correspond à une période de sensibilité fœtale (entre 15 jours et 85 jours chez les 
ovins).  
La réponse immunitaire adaptative fœtale ne se met pas en place avant le 60ème jour de 
gestation chez les ovins. Avant cette période, la réponse innée est, quant à elle, effective dès 
le 17
ème
 jour de gestation (Miyasaka et al., 1988). Or, pourquoi, malgré une réponse 
immunitaire innée fœtale, la création d’IPI est quand même possible dans cette fenêtre ?  
La réponse immunitaire innée met notamment en jeu des interférons de type I. Or les 
souches ncp possèdent des mécanismes permettant de limiter la réponse en interféron de type 
I, contrairement aux souches cp.  
En effet, Meyers et al. ont réalisé en 2007, des inoculations intra-utérines de vaches à 
60 jours de gestation avec différents virus : un BVDV-2 ncp sauvage, un BVDV-2 muté pour 
la région codant la protéine E0, un BVDV-2 muté pour la région codant la protéine NPro, un 
BVDV-2 muté pour les régions codant les deux protéines à la fois et un BVDV-2 cp. Les 
interférons de type I ont été détectés dans tous les sérums fœtaux, excepté dans ceux infectés 
par la souche sauvage ncp. Par ailleurs, le plus grand taux d’interféron de type I à été retrouvé 
chez les fœtus doubles mutants à J7 et J14 post-infection.  
Ceci suggère que la capacité à interférer avec la réponse innée est due aux protéines 
E0 et NPro. Deux mécanismes sont mis en jeu : l’un par l’action de la protéine Npro qui cible 
le facteur 3 régulateur d’interféron en limitant sa fixation à son récepteur et bloque la 
production d’INF-I ; l’autre par la protéine secrétée E0 qui a une action Rnase et qui dégrade 
les ARN viraux (simples et surtout doubles brins) limitant ainsi la réponse des INF-I induite 
par ceux-ci (Peterhans et al., 2013). 
 Les souches cp produisent, elles, de très grandes quantités d’ARN viraux car leurs 
cycles de réplication sont amplifiés, contrairement aux souches ncp. La présence de grandes 
quantités d’ARN déborderait ainsi le système de régulation E0 (Meyers et al., 2007). 
 La réponse immunitaire innée possède également d’autres voies caractérisées par le 
recrutement de cellules phagocytaires et l’activation de la réponse inflammatoire notamment. 
Or, les souches ncp interagissent avec ces voies également. Elles diminuent le 
chimiotactisme, la cytotoxicité cellulaire et l’activité microbicide des neutrophiles (Potgieter, 
1995). Elles diminuent également l’effet microbicide des macrophages (Chase et al., 2004). 
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Elles agissent sur les cytokines en diminuant la production du facteur de nécrose tumorale α 
(Potgieter, 1995) et en augmentant les inhibiteurs de l’interleukine 1 notamment (Jensen et 
al., 1991). 





 jour de gestation (Sterzl et al., 1967). Cependant, ce système n’est effectif 
qu’entre le 64ème et 82ème jour de gestation (Fahey et al.,, 1978). Au-delà de cette période, le 
fœtus est capable d’éliminer le virus par lui-même. 
 En résumé, la capacité d’établir une infection persistante est liée à la capacité des 
souches ncp à bloquer la réponse interféron de type I et probablement d’autres voies de 
l’immunité innée entre le 15ème jour et le 85ème jour de gestation. Par la suite ces souches 
(antigènes) sont présentées par les cellules dendritiques au système adaptatif lymphocytaire, 
qui les accepte comme du soi (véritable phénomène de tolérance). 
 
2.2.2      Expression clinique 
 
L’expression clinique est dépendante de l’immunocompétence de l’hôte au moment de 
l’infection (Plant et al., 1983) et de la souche virale. Elle va aussi dépendre du type 
d’animaux touchés.  
Les adultes non gravides et les agneaux en bonne santé et dotés d’un système 
immunitaire compétent qui sont exposés au BDV présentent généralement une forme très 
atténuée, voire inapparente, de l’infection. Une très légère fièvre et une légère leucopénie 
(baisse des lymphocytes B et T) sont associées à une courte phase virémique d’environ une 
dizaine de jours précédant l’apparition des anticorps neutralisants (Nettleton et al., 1998). 
L’apparition de ces anticorps neutralisants coïncide avec l’élimination apparente du virus 
(Thabti et al., 2002). 
Cependant, cette infection transitoire peut parfois être plus grave, notamment lorsqu’il 
s’agit de souches de virulence élevée, comme celle isolée en Aveyron en 1984. L’infection 
alors nommée Petega ovina à l’époque par les éleveurs locaux a provoqué une fièvre 
importante (41°C), de l’anorexie, une leucopénie importante et durable, une 
thrombocytopénie à l’origine de syndromes hémorragiques, du jetage nasal, de la dyspnée, de 
la diarrhée, 50% de mortalité chez les jeunes agneaux et 10% chez les adultes (Chappuis et 
al., 1986). 
L’infection transitoire de la brebis gestante est essentiellement sub-clinique mais les 
conséquences pour le fœtus peuvent être importantes. L'infection entraîne ainsi de nombreux 
troubles de la reproduction, tels que des anomalies du fonctionnement ovarien (croissance 
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folliculaire, ovulation, fécondation), du développement embryonnaire puis fœtal, une 
mortalité de l'embryon et du fœtus ou diverses malformations fœtales, ainsi que de la 
morbidité et mortalité néonatales. Les troubles de la reproduction, lors d'infection transitoire, 
peuvent être consécutifs à une contamination du tractus génital, suite à l'insémination chez la 
femelle, mais ils apparaissent le plus fréquemment à la suite d'une contamination par voie 
nasale ou digestive (Barlow et al., 1982).  
C’est également l’infection transitoire des brebis gestantes à un stade de gestation précis 
qui conduit à l’obtention d’agneaux infectés permanents immunotolérants (IPI). Les signes 
cliniques présentés par l’agneau IPI à sa naissance sont dépendants de sa race, de la souche 
virale en question (Barlow et al., 1982 ; Bonniwell et al., 1987) et de la dose infectieuse à 
laquelle la mère a été exposée (Richardson et al., 1976a). 
Une hypomyélogénèse congénitale est rencontrée lors d’infection par des souches 
virulentes. Elle correspond à un défaut de production de myéline durant le développement du 
système nerveux in utero conduisant à l’obtention d’agneaux « trembleurs » (Markson et al., 
1959).  
Des anomalies de la toison conduisent à l’obtention d’agneaux ébouriffés, d’où le 
qualificatif de « hairy shaker » en anglais (Barlow et al., 1982). 
Généralement les agneaux IPI naissent plus petits que la moyenne et présentent un 
retard de croissance par la suite (Sweasey et al., 1979). 
Des anomalies anatomiques sont également parfois rencontrées telles que de 
l’arthrogrypose, du prognathisme, du brachygnatisme, une déviation latérale des articulations 
(Garcia-Perez et al., 2009). 
De l’ataxie caractérisée par l’hyperextension des articulations du carpe et du tarse, 
l’hyperflexion du tarse ou encore une démarche ébrieuse de l’arrière main est décrite (Garcia-
Perez et al., 2009). 
Ces agneaux IPI sont plus sensibles aux affections intercurrentes que la normale. En 
effet, bien que leur réponse humorale contre les autres agents pathogènes ne soit pas affectée, 
leur immunité à médiation cellulaire est compromise (Gardiner et al., 1983). 
En revanche, les agneaux IPI infectés par une souche de faible virulence paraitront 
bien souvent cliniquement sains à leur naissance. 
Il arrive que ces agneaux IPI présentent un épisode aiguë de jetages nasal et oculaire 
associé parfois à de la détresse respiratoire et de la diarrhée. Ceci n’est pas sans rappeler la 





2.3     Modalités de transmission 
 
2.3.1      Sources animales 
 
Les animaux IPI sont les principales sources d’infection dans les élevages. Les 
animaux infectés transitoires peuvent également transmettre le virus lors de primo-infection 
dans les quinze jours suivant l’infection (Garcia-Perez et al., 2009).  Par ailleurs, étant donné 
que les pestivirus n’ont pas une haute spécificité vis-à-vis de leur hôte, il faut également se 
méfier des animaux IPI des autres espèces. 
Ainsi, il a été démontré que des bovins IPI pour le BVDV pouvaient induire la 
Maladie de la Frontière s’ils sont introduits dans un troupeau ovin sain (Carlsson et al., 1991). 
Ceci est particulièrement à prendre en compte, notamment dans le cas d’élevage mixte 
bovin/ovin. De plus, la faune sauvage peut également aussi être une source potentielle de 
contamination. Cet aspect est à prendre en compte notamment lors des estives. 
 
2.3.2      Sources biologiques 
 
Les matières virulentes sont par ordre d’importance : jetage, sperme, sang, lait, salive, 
urine et fèces (Sawyer et al., 1986). La principale cible du virus est le fœtus pendant la 
gestation. Le BDV se distribue de manière importante dans ces tissus et le liquide utérin. 
L’avorton constituera ainsi une source considérable de virus. 
Etant un virus enveloppé, le BDV résiste mal dans le milieu extérieur. Sa survie dans 
le fumier serait de moins de dix jours et la litière d’animaux contaminés n’infecterait pas un 
lot sain (Vaast et al., 1986). Du fait de la structure lipidique de son enveloppe, le virus est très 
sensible aux détergents usuels. Il est rapidement inactivé par la chaleur à des températures 
supérieures à 56°C (Gardiner et al., 1972). Cependant, il résisterait pendant au moins vingt 
mois à une température de -20°C (Shaw et al., 1969), ce qui permet entre autres sa 
conservation à des fins d’analyses laboratoires. En revanche, ceci doit être pris en 
considération lors de conservation de semence.  
Enfin, une autre source de contamination à connaître est celle des vaccins. En effet, les 
pestivirus représentent des contaminants importants des vaccins vivants modifiés. Ces vaccins 
sont en effet produits sur des cultures de cellules, ovines, bovines ou porcines dans des 
milieux complémentés avec du sérum de veau fœtal  pouvant être contaminé par le BVDV 




2.3.3      Transmission horizontale 
 
La transmission du virus peut se faire par simple contact entre animaux ou avec les 
matières virulentes. Ainsi en 1992, Nettleton et al. ont montré qu’il n’y avait aucune 





jour de gestation par injection ou simple mise en contact avec des agneaux IPI. En effet, les 
deux méthodes ont conduit à l’obtention d’agneaux IPI dans les mêmes proportions. 
Les IPI excrètent cependant des charges virémiques plus importantes que les infectés 
transitoires, et ce, tout au long de leur vie. 
La transmission par voie sexuelle est également possible. En effet, Gardiner et al., 
montrèrent en 1981, que des brebis gestantes inséminées à 54 jours de gestation, avec du 
sperme de bélier IPI, produisaient des agneaux IPI. 
Enfin, la transmission est théoriquement possible par certains insectes piqueurs 
(Mollot et al., 1992) bien que ce mode de transmission est considéré comme négligeable. 
 
2.3.4      Transmission verticale 
 
La primo infection de brebis, avant les soixante premiers jours de gestation, aboutit à 
la mort du fœtus ou à la naissance d’un agneau infecté permanent immunotolérant (Garcia-
Perez et al., 2009). 
Les souches BDV ncp ont la capacité de traverser les enveloppes fœtales alors que le 
souches cp ne sont pas capables d’établir une infection persistante (Brownlie et al., 1989).  
Les protéines Npro et E0 jouent un rôle essentiel dans la diffusion des souches ncp au 
fœtus. 
En effet, Meyers et al. ont réalisé, en 2007, des inoculations par voies intranasale ou 
intramusculaire de vaches entre 60 et 90 jours de gestation avec différents virus : un BVDV-2 
ncp sauvage, un BVDV-2 muté pour la région codant la protéine E0, un BVDV-2 muté pour 
la région codant la protéine NPro et un BVDV-2 muté pour les régions codant les deux 
protéines à la fois. Seul le virus double mutant n’a pas été retrouvé dans les tissus fœtaux lors 
de l’euthanasie des brebis deux mois post inoculation.  
Pour vérifier si l’absence in utero du double mutant était due à l’absence de diffusion 
et/ou de passage transplacentaire ou à son élimination par le fœtus, ils réalisèrent des 
inoculations intra-utérines à 60 jours de gestation avec ces mêmes virus et un virus BVDV-2 
cp. Tous les virus furent détectés dans les organes fœtaux à J5, J7 et J14 post-infection. Le 
titre viral le plus bas était retrouvé pour la souche cp alors que celui des souches simple 
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mutante et double mutante était intermédiaire entre les valeurs obtenues pour la souche cp et 
la souche sauvage.  
Ainsi, dans cette étude, la prévention de l’infection fœtale nécessitait la double 
mutation et était principalement expliquée par le contrôle de la dissémination du virus chez 
l’adulte et son impossibilité à atteindre le fœtus (plutôt que par son élimination par le fœtus). 
Les IPI jouent également un rôle important dans la transmission verticale du virus. Les 
agneaux IPI peuvent contaminer leur descendance. En effet, bien qu’ayant une fertilité 
diminuée, une brebis IPI donnera toujours naissance à un agneau IPI. 
 
2.4     Diagnostics et contrôles 
 
2.4.1      Méthodes diagnostiques (Manuel Terrestre OIE 2005) 
 
Diagnostics épidémio-clinique et nécropsique de terrain 
 
Dans un premier temps, les avortements causés par la Border Disease sont à 
différencier des autres maladies abortives chez les ovins. On pensera notamment à la 
brucellose, la chlamydiose, la toxoplasmose, la fièvre Q, la salmonellose ou encore le virus de 
Schmallenberg. 
Par ailleurs, les signes cliniques observés chez les agneaux sont à différencier d’une 
méningo-encéphalite bactérienne, d’une encéphalomalacie symétrique focale ou encore de 
l’ataxie enzootique (carence en cuivre congénitale). Dans ce dernier cas, un dosage du cuivre 
chez la mère permettra d’infirmer ou de confirmer cette hypothèse. 
L’examen du système nerveux central à l’autopsie pourra révéler des informations 
intéressantes. Dans certains cas, une hypoplasie cérébelleuse, des kystes au niveau du septum 
pellucidum, un hydrocéphale ou encore une hydranencéphalie sont observés (Garcia-Perez et 
al., 2009 ; Barlow et al., 1982). 
L’examen des organes internes peut aussi parfois révéler des modifications telles 
qu’une hydronéphrose ou un ictère (Garcia-Perez et al., 2009). 
Cependant, ces observations de terrain ne constituent en aucun cas un diagnostic de 







Méthodes de détection virale en laboratoire 
 
Différentes méthodes existent pour mettre en évidence le BDV. 
 
 Isolement sur culture cellulaire 
 
Cette technique consiste à mettre en culture un échantillon sur des cellules cibles. Cet 
échantillon peut être prélevé sur des animaux vivants et être du sang total ou encore du 
sperme. Cependant, en raison de la forte cytotoxicité de ce dernier, une dilution au moins au 
1/10 devra être réalisée. Il peut également être prélevé sur des animaux morts. Dans ce cas, la 
rate, le rein, le cerveau, le thymus, la thyroïde, les nœuds lymphatiques ou encore le tube 
digestif constituent des organes de choix. 
Les cellules cibles utilisées sont des cellules rénales, testiculaires ou pulmonaires 
ovines qui ont la particularité d’être permissives au virus (Nettleton et al., 1992). 
Dans le cas d’une souche ncp, le virus sera mis en évidence à l’aide d’une technique 
d’immunofluorescence grâce à une immunoperoxydase. Dans le cas d’une souche cp, l’effet 
cytopathique pourra directement être lu par l’opérateur au microscope.  
Cette méthode est considérée comme la méthode de référence. Cependant, elle est peu 
utilisée car les délais de réponse sont longs (environ une semaine si positif, le double sinon) et 
il y a des risques de faux négatifs. En effet, ceci peut se produire si le virus est inactivé par la 
présence des anticorps maternels (jusqu’à deux mois chez l’agneau) ou par des anticorps 
présents dans le sérum utilisé pour les cultures cellulaires (Nettleton et al., 1992). 
 
 Détection des antigènes viraux (ELISA antigène) 
 
Cette technique consiste à mettre en contact un échantillon à tester avec des anticorps 
monoclonaux spécifiques. Si l’antigène en question est présent dans l’échantillon, il sera alors 
pris en sandwich entre l’anticorps monoclonal spécifique et un autre anticorps spécifique de 
l’antigène, couplé à une peroxydase. La révélation est assurée par l’enzyme qui agit comme 
un substrat chromogène. Il en résulte une densité optique proportionnelle à la quantité 

















Figure 5 : Schématisation de l’ELISA antigène (Meyer, séminaire ENVT 2007) 
 
Les antigènes recherchés sont surtout NS2-3, voire E0 ou E2 (Entrican et al., 1994). 
Bien qu’il n’existe pas de tests spécifiques pour le BDV, ce sont ceux pour le BVDV qui sont 
utilisés, NS2-3 étant très conservé entre pestivirus. 
Les avantages de ce test résident dans le fait qu’il soit simple, rapide et bon marché. 
Comme précédemment des précautions sont à prendre pour les animaux de moins de deux 
mois, pour lesquels des anticorps colostraux peuvent persister et altérer la réponse. 
Cependant, ce test n’est pas assez sensible pour détecter des virémies transitoires 
comparé à la RT-PCR (Nettleton et al., 1992). En 2009, Garcia-Perez et al., n’ont détecté 
aucune virémie par ELISA antigène chez leurs brebis infectées expérimentalement alors qu’ils 
l’ont détectée par RT-PCR. 
 
 Détection des acides nucléiques par Reverse Transcriptase-Polymerase Chain 
Reaction 
 
Cette méthode consiste à amplifier, après rétrotranscription de l’ARN viral, un ADN 
complémentaire par réaction de polymérisation en chaîne suivie d’une révélation du produit 
de cette amplification. 
Les prélèvements utilisés peuvent être du sang total, du sérum, du plasma, du lait ou 
encore des organes sur lesquels on aura pris soin d’extraire l’ARN au préalable. 
Etant donné la variabilité génétique des pestivirus, les kits commerciaux ont été faits 
de manière à détecter l’ensemble des souches connues de BVDV et BDV en utilisant deux à 
trois couples d’amorces (Easton et al., 1994).  
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La PCR Taqman® ou PCR en temps réel est une méthode couramment utilisée de nos 
jours. Elle permet de révéler les produits de l’amplification au cours de l’amplification elle-
même. Auparavant, ces produits étaient révélés par électrophorèse notamment, ce qui ajoutait 
un délai à l’obtention des résultats. 
La PCR constitue une technique 10 à 1000 fois plus sensible et spécifique que 
l’isolement viral (Hamers et al., 2000). 
Un des principaux inconvénients de ce test reste son prix du fait du matériel nécessaire 
pour le réaliser. Cependant, des mélanges de prélèvements de plusieurs individus peuvent être 
réalisés (mélange de vingt échantillons pour le sang ou lait de tank par exemple). Par ailleurs, 
il permet de s’affranchir de l’immunité colostrale, mais reste très sensible aux contaminations 
par des virus extérieurs notamment.  
 
Méthodes de détection des anticorps en laboratoire 
 
 Test de séroneutralisation 
 
Cette technique permet de quantifier le nombre d’anticorps neutralisants présents dans 
du sérum.  
Elle consiste à mettre en contact des quantités constantes de virus avec différentes 
dilutions du sérum à titrer puis de les inoculer à une culture cellulaire. La période 
d’incubation est de 3 à 5 jours. 
 Le virus non neutralisé est ensuite révélé, soit par visualisation directe de l’effet 
cytopathique dans le cas d’une souche cp, soit par immunohistochimie dans le cas d’une 
souche ncp. Ainsi, l’absence d’effet cytopathique ou de réaction immunohistochimique traduit 
la présence d’anticorps. La formule statistique de Spearman-Kärber est ensuite utilisée pour 
calculer le titre obtenu. 











 ELISA indirect 
 
Avec cette technique, les anticorps recherchés se fixent aux antigènes (protéine E0 ou 
NS2-3) présents au fond des puits. Ils sont ensuite révélés par des antiglobulines spécifiques 
d’espèce conjuguée à une peroxydase. Cette enzyme agit ensuite sur un substrat chromogène. 
On obtient alors un signal lumineux, mesuré par densité optique, qui est proportionnel à la 













Figure 6 : Schématisation de l’ELISA indirecte (Meyer, séminaire ENVT 2007) 
 
 ELISA compétition ou « Blocking » ELISA 
 
Les anticorps recherchés sont en compétition avec des anticorps anti-NS2-3 marqués à 
la peroxydase, pour la fixation aux antigènes (protéine NS2-3) présents au fond des puits 
(Nettleton et al., 1992). On obtient donc une densité optique inversement proportionnelle à la 











Figure 7 : Schématisation de l’ELISA compétition (Meyer, séminaire ENVT 2007) 
 
Les techniques ELISA sont peu coûteuses, rapides et automatisables. Elles peuvent 
être réalisées sur sérum ou lait de mélange (Bernardin, 2011). 
 
Interprétation des résultats 
 
Un animal détecté virémique positif doit être testé de nouveau au moins trois semaines 
plus tard avant de déclarer qu’il s’agit d’un IPI. En effet, il peut s’agir d’un infecté transitoire 
(Nettleton et al., 1992). 
Un animal détecté virémique négatif n’est vraisemblablement pas IPI. Il convient 
toutefois de prendre en compte la méthode utilisée et l’interférence avec les anticorps 
colostraux chez les jeunes de moins de deux mois. L’animal a cependant pu être un infecté 
transitoire. Il peut être intéressant dans ce cas, d’envisager une sérologie. 
Une sérologie positive en séroneutralisation indique que l’animal est 
immunocompétent suite à une infection et/ou une vaccination. Ces anticorps neutralisants 
peuvent persister jusqu’à trois ans (Loken et al., 1991).  
Chez un jeune agneau de moins de deux mois, un test ELISA positif peut révéler la 
présence d’anticorps colostraux, y compris chez un IPI.  
Une sérologie négative indique que l’animal n’est pas infecté ou en cours de 







2.4.2      Mesures de lutte 
 
Les mesures de lutte en Border Disease s’inspirent de celles utilisées chez les bovins 




La prophylaxie médicale repose essentiellement sur la vaccination. Bien qu’aucun 
vaccin avec AMM ne soit actuellement disponible pour les ovins, les éleveurs utilisent sur le 
terrain des vaccins contre les pestiviroses bovines. 
Cette vaccination a pour but d’éviter l’apparition des signes cliniques en protégeant les 
ovins contre une infection transitoire, de limiter l’excrétion virale mais aussi et surtout de 
protéger le fœtus contre une éventuelle infection transplacentaire et donc d’éviter la naissance 
d’IPI. 
Sur le terrain, ces vaccins sont utilisés à demi voire quart de dose pour des raisons 
économiques (Anne, 2012). Le plus couramment utilisé est le vaccin vivant modifié 
Mucosiffa
ND
. Cependant ce vaccin, entrainant la production d’anticorps anti-NS2-3 en plus 
des anticorps neutralisants, pose problème dans le cas de détection sérologique. Anne et 
Meyer ont montré en 2012, que le vaccin inactivé Bovilis
ND
 entrainait la production 
d’anticorps neutralisants chez des brebis non gestantes challengées avec une souche de BDV-
3. 
Par ailleurs en 2004, Berriatua et al., proposèrent une méthode de « vaccination 
naturelle » dans les élevages où la maladie était difficilement contrôlable. Elle consiste à 
mettre délibérément en contact les brebis nullipares avec les agneaux IPI connus du troupeau 
avant la saison de reproduction. Un contact de trois semaines est requis et il convient de 
cesser l’exposition au minimum deux mois avant le début de la saison de monte. Cependant 
des échecs ont été observés. En effet, toute la population n’était pas correctement protégée 




La prophylaxie sanitaire repose sur la détection et l’élimination des IPI ainsi que 




Des tests sérologiques (sur mélange de sang notamment) réalisés sur des groupes de 
tranches d’âge différentes permettent de mettre en évidence la susceptibilité de certains 
animaux vis-à-vis du virus. Ils représentent également une bonne indication de la présence 
potentielle d’animaux IPI dans le troupeau (Houe et al., 1995). Par la suite, des investigations 
plus poussées peuvent amener à tester les agneaux des groupes séropositifs identifiés. Dans ce 
cas, des RT-PCR là encore possibles sur sang de mélange pourront être réalisées dans le but 
d’identifier les animaux IPI. Ces animaux peuvent positiver les tests sérologiques classiques 
dans leurs premiers mois de vie. Ceci est du aux anticorps maternels anti-NS2-3. Une fois 
identifiés, ces animaux doivent être éliminés. En fonction de leur valeur économique, ils sont 
soit euthanasiés, soit envoyés à l’abattoir. Dans tous les cas, ils doivent être écartés de la 
reproduction et de la commercialisation. 
Pour éviter l’introduction de la maladie au sein de l’élevage, il est conseillé d’utiliser 
uniquement les agnelles nées sur l’exploitation comme agnelles de remplacement.  
Les animaux achetés à l’extérieur (béliers, brebis, agnelles) devraient être testés par 
RT-PCR avant toute introduction ou placés en quarantaine. 
Dans le cas où des femelles reproductrices aient été introduites sans être testées, il est 
conseillé de les mettre à la reproduction et de les garder isolées du reste du troupeau jusqu’à 
l’agnelage.  
Par ailleurs, en raison du risque d’infection des ovins par des bovins IPI, il convient 
d’éviter tout contact entre des brebis gestantes et des bovins dans le cas d’élevages mixtes par 
exemple (Nettleton et al., 1992).  
Enfin, la transhumance étant chose courante chez les brebis, du moins dans le sud 
ouest de la France, le rôle de la faune sauvage est à prendre en considération. Les 
interrogations demeurent encore quant à l’origine du BDV-4 isolé chez les Isards. Les 
défenseurs des Isards accusent les brebis de les avoir contaminés, alors que les bergers 
blâment l’isard de répandre la Border Disease dans les alpages. 
 
Dispositif d’épidémio-surveillance (Bernardin, 2011) 
 
Un épisode très virulent de Border Disease dénommé Petega ovina qui a sévi dans le 
bassin de Roquefort en 1984 a conduit à la mise en place d’un important réseau d’épidémio-
surveillance en Aveyron. Il s’agit du seul département français dans lequel une surveillance 
de la maladie est organisée à l’échelle collective.  
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Le principal acteur de ce dispositif est la Fédération des Organismes de Défense 
Sanitaire de l’Aveyron (FODSA 12). Cette organisation propose aux éleveurs locaux des 
dépistages de masse et la mise en place d’un plan de maîtrise de la maladie le cas échéant. 
Au début de cette surveillance, les sélectionneurs et les cheptels fournisseurs 
d’agneaux d’engraissement étaient testés annuellement par analyse sérologique. Le nombre de 
cheptels atteints ayant fortement diminué entre 1998 et 2005, passant de 20% de prévalence à 
4%, la filière à décidé de modifier le système de surveillance. 
A partir de 2006, le statut sérologique des cheptels de plus de 130 brebis a été évalué 
par alternance tous les quatre ans. Par ailleurs, les cheptels sélectionneurs, les cheptels 
figurant sur une liste fournie par les opérateurs commerciaux acheteurs d’agneaux 
d’engraissement et les cheptels positifs à la prophylaxie de l’année précédente faisaient l’objet 
d’une surveillance annuelle.  
Le suivi sérologique consistait en l’analyse de 30 sérums (6 petits mélanges de 5 
sérums) issus de la campagne de prophylaxie réglementaire pour la brucellose. Entre 2006 et 
2008, la prévalence est passée de 5,1% à 8%. 
Fin 2008, une reprise de la circulation virale de la Border Disease a été observée. Ce 
constat a été confirmé en 2009, par la présence de formes cliniques de la maladie et d’une 
augmentation significative de la mortalité sur les agneaux dans quelques élevages naisseurs et 
dans certains ateliers d’engraissement.  
Ainsi, il a été décidé, en mars 2009, d’élargir les recherches sérologiques, en évaluant 
le statut de la moitié des cheptels ovins de plus de 50 ovins tout en continuant de tester les 
cheptels positifs l’année précédente et les cheptels sélectionneurs et d’augmenter le nombre 
d’animaux testés (9 mélanges de 5 sérums). Enfin, lorsqu’un seul mélange se révélait positif, 
une reprise en analyse individuelle des 5 sérums le constituant a été réalisée, afin de limiter 
les faux positifs.  
Soixante-trois cheptels aveyronnais ont été nouvellement détectés positifs en 2010. Au 
total, entre 2009 et 2010, 209 cheptels sont connus comme étant positifs soit environ 10% des 
cheptels.  
Afin de renforcer le dispositif de surveillance, la FODSA a souhaité mettre en place un 
dépistage sur le lait de grand mélange, à l’image de ce qui est réalisé en élevage bovin en 













1.   OBJECTIFS 
 
Parallèlement au nouveau dispositif de surveillance en Aveyron, la FODSA a souhaité 
améliorer les mesures de prévention médicale autour de la vaccination. Les vaccins BVD 
actuels sont fréquemment utilisés dans les plans de contrôle de la maladie sans que l’on ne 
dispose de données scientifiques sur leur efficacité contre le virus BDV.  
Chez les bovins, pour qu’un vaccin dispose d’une indication protection fœtale contre 
le BVD il doit répondre à plusieurs critères. Un de ces critères est sa capacité à protéger les 
fœtus de plus de 90% des vaches vaccinées et entre 40 et 120 jours de gestation (nombre 
minimum de 13 vaches dans le groupe vacciné) contre une inoculation d’épreuve alors que 
dans le groupe contrôle (minimum de 9 vaches) non vacciné, 100% des fœtus doivent être 
infectés. Il n’existe actuellement pas de modèle validé d’infection fœtale avec productions 
d’IPI pour le BDV. Par ailleurs, le nombre limité d’études menées dans les années 90 
suggéraient des différences de pathogénicité entre les souches de BDV, quant à leur capacité à 
passer la barrière transplacentaire et à induire des avortements ou produire des IPI. 
 
L’objectif de ce travail est multiple. Le premier consiste à évaluer la capacité de 
souches de BDV de génotypes différents et isolées à plus de 30 ans d’écart, à infecter des 
brebis à 52 jours de gestation et à passer la barrière transplacentaire. 
Le deuxième consiste à évaluer l’impact de l’infection sur la viabilité des fœtus et la 
présence de malformations et en déduire la capacité des souches à produire des agneaux IPI. 
Enfin, ce travail a pour but de valider un modèle qui permettrait par la suite d’évaluer 
la protection fœtale apportée par les vaccins hétérologues BVD contre une infection par le 
BDV. 
 
2.    MATERIELS ET METHODES 
 
2.1     Cultures cellulaires 
 
Les cellules utilisées sont des cellules rénales bovines MDBK en lignée continue 
(Madin-Darby Bovine Kidney cells, ATCC CCL22). Les cellules sont cultivées en étuve à 
37°C et 5% de CO2, en Milieu Essentiel Minimum contenant des sels de Earle et de la L-
glutamine (MEM complet 1X), additionné d’acides aminés non essentiels (AANE, 1X), de  
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pénicilline (1 UI/mL) et de streptomycine 100µg/mL. Pour l’entretien des cellules, on ajoute 
du sérum de veau fœtal (FCS) à 10%, ne possédant pas d’anticorps antipestivirus, ni de 
pestivirus (vérification au laboratoire par ELISA et RT-PCR en temps réel). 
 
2.2     Virus et titrage  
 
Cinq virus faisant partie de la banque de pestivirus du service de virologie ont été 
utilisés : 
- BDV-5 Aveyronite, isolée en 1984 à partir d’un agneau IPI  
- BDV-3 souche 10405, isolée en 2010 à l’ENVT à partir d’un agneau IPI 
- BDV-4 souche Isard, isolée à partir d’un isard dans les Pyrénées en 2002 
- BDV-6 souche 6390, isolée en 2010 à l’ENVT à partir d’un agneau IPI 
- BVDV-1 souche Hanovre, déjà testée en modèle pour la protection fœtale chez le 
veau après inoculation d’épreuve (Meyer et al., 2012) 
Ils avaient reçu entre cinq et douze passages en MDBK en fonction des souches et 
étaient conservés à -80°C. 
Un titrage viral pour chaque souche a été réalisé avant inoculation par la technique de 
titrage en DICC50 (Dose Infectieuse 50% en Culture Cellulaire) et avec la formule statistique 
de Spearman-Karber. Toutes les souches utilisées étant non cytopathiques. La révélation des 
puits infectés a été réalisée par immunohistochimie.  
Pour cela  les cellules MDBK infectées sont fixées avec de l’acétone diluée (90% 
acétone, 10 % eau distillée) pendant 15 minutes. La présence d’antigènes de pestivirus est 
révélée par un anticorps monoclonal spécifique de groupe pestivirus de ruminants WB 
103/105 (ref RAE 0801 Veterinary Laboratories Agency, Weybridge UK), utilisé au 1/100
e
. 
Cet anticorps permet de détecter le BVDV et le BDV.  
En parallèle, la même manipulation a été réalisée avec un anticorps spécifique du 
BDV (Veterinary Laboratories Agency, Weybridge UK). L’anticorps secondaire est un 
polyclonal de lapin dirigé contre les immunoglobulines de souris et marqué à la péroxydase 
de raifort (1/500
e
, ref P0260 DakoCytomation Glostrup, Danemark). Le complexe antigène 
anticorps est ensuite révélé par un chromogène, l’aminoéthylcarbazole (ref 101 AEC 
chromogène Kit Sigma St Louis USA). Une coloration brun rouge du cytoplasme cellulaire 
révèle la présence du virus. 
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Les titres des virus BDV-3, BDV-4, BDV-5, BDV-6 et BVDV-1 étaient 











La préparation des inocula a consisté à diluer, juste avant l’inoculation, les solutions 
virales dans du milieu MEM + pénicilline-streptomycine pour avoir un titre final de 4.10
4
 
DICC50/mL dans un volume final de 50mL.  
 
2.3     Animaux 
 
Quarante-six brebis Lacaune adultes, inséminées le 21 août 2014 et confirmées 
gestantes (par échographie à 35 jours post-insémination) ont été utilisées pour cette 
expérimentation. Elles provenaient de deux élevages Aveyronnais certifiés indemnes de 
Border Disease et de BVD : absence initiale d’anticorps dirigés contre les virus BD et BVD 
(ELISA NS2-3 et séroneutralisation) et absence d’infection à pestivirus (RT-PCR quantitative 
pan pestivirus réalisées le jour de l’insémination). Elles ont de plus été testées par ELISA et 
PCR sur sang de mélange par le laboratoire vétérinaire départemental du Tarn-et-Garonne à 
leur arrivée sur l’école, soit le 6 octobre. 
 
Quatre lots de neuf brebis et un lot de dix brebis ont été réalisés : 
 Lot 1 (n=8+1 sentinelle) : 8 brebis infectées par du BDV-5 Aveyronite et une 
brebis non infectée 
 
 Lot 2 (n=8+1 sentinelle) : 8 brebis infectées par du BDV-3 ENVT-10405 et 
une brebis non infectée 
 
 Lot 3 (n=8+1 sentinelle) : 8 brebis infectées par du BDV-4 Isard et une brebis 
non infectée 
 
 Lot 4 (n=9+1 sentinelle) : 9 brebis infectées par du BDV-6 ENVT-6090 et une 
brebis non infectée 
 
 Lot 5 (n=8+1 sentinelle) : 8 brebis infectées par du BVDV-1 Hanovre et une 
brebis non infectée 
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Les lots étaient logés dans des bergeries individuelles de niveau expérimental A1 
physiquement séparées (excepté le lot infecté avec du BVDV-1 Hanovre qui était dans une 
bergerie de niveau expérimental A2) et aucun contact entre eux ou d’autres espèces de 
ruminants n’était possible.  
Chaque bergerie bénéficiait de son propre matériel (thermomètre, stéthoscope) et des 
surchausses et combinaisons étaient portées lors de chaque intervention.  
Elles étaient nourries avec du foin et des concentrés et entretenues selon les conditions 
réglementaires des normes de la Directive Européenne (2010/63/CEE). 
 
2.4     Infection expérimentale  
 
Le protocole d’infection expérimental a été validé par le comité d’éthique national, 
sous la référence N° 20150728110201570vl (APAFIS1283). 
Les brebis ont été inoculées à jour 0 (J0) par voie intramusculaire dans le cou, à 52 
jours de gestation avec une charge virale de 2.10
5
 DICC50/brebis. Chaque groupe a été inoculé 
avec une souche différente (cf supra) à raison de 5 mL par brebis. Dans chaque groupe, une 
brebis dite sentinelle n’a pas été inoculée.  
La période et la voie d’inoculation ont été choisies en fonction de ce qui avait déjà été 
décrit auparavant (Caffrey et al., 1997 ; Garcia-Perez et al., 2009 ; Loken et al., 1991 ; 
Richardson et al., 1976a ; Nettleton et al., 1992). Le jour 52 de gestation entre en effet dans la 
période fœtale où le fœtus peut « accepter » le virus et devenir IPI.  
La voie intramusculaire est la voie le plus souvent utilisée dans la littérature pour les 
infections expérimentales à BDV.  
Les virus utilisés ont été titrés de nouveau juste après inoculation pour vérifier 
l’absence de perte de pouvoir infectieux. Les résultats ont montré pour chaque souche une 
perte de moins de un demi-log par rapport aux titres initiaux.  
Un calendrier des prélèvements sanguins pour les suivis virologique, hématologique et 
sérologique lors de la période autour de l’inoculation du virus jusqu’à J18 est fourni en 
annexe 1. Passée cette période, et jusqu’aux euthanasies, les prélèvements étaient réalisés une 
fois par semaine pour les suivis virologique et sérologique.  
Les euthanasies des brebis ont été réalisées environ deux mois après l’inoculation des 
virus BDV ou BVDV-1. Pour des raisons logistiques, toutes les brebis n’ont pas pu être 
euthanasiées le même jour. Les brebis infectées avec le BDV-5 Aveyronite ont été 
euthanasiées à J63, soit à 116 jours de gestation. Celles infectées avec le BDV-3 10405 et 
BDV-6 6090 ont été euthanasiées à J64, soit à 117 jours de gestation. Enfin, celles infectées 
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avec le BVD-1 Hanovre et BDV-4 Isard ont été euthanasiées à J66, soit à 119 jours de 
gestation. 
Le jour de l’euthanasie, les intervenants étaient répartis de la manière suivante : une 
équipe « sale » chargée de l’euthanasie en elle-même, de l’extraction des fœtus et des 
prélèvements sur brebis (placentation, rate, nœud lymphatique) et une équipe « propre » 
chargée des mesures et des prélèvements sur les fœtus. 
L’euthanasie était réalisée par injection intra-veineuse de 10-20 ml d’un euthanasiant : 
T61
ND
 (embrutramide, mébézonium et tétracaïne). Les brebis étaient ensuite suspendues puis 
saignées et leur cavité abdominale ouverte. Le liquide amniotique de chaque corne gestante 
était ponctionné et un échantillon de placenta prélevé avant de récupérer les fœtus.  
Les fœtus récupérés étaient aussitôt transmis à l’équipe « propre » afin de prélever au 
plus vite le sang fœtal en intracardiaque avant qu’il n’ait eu le temps de coaguler. L’équipe 
« propre » mesurait ensuite les distances entre l’atlas et l’anus, la première vertèbre thoracique 
et l’anus, la longueur du radius et du tibia sur les fœtus, relevait les anomalies congénitales et 
prenait des photographies. Des échantillons de thymus, reins, rate, foie, de cartilage 
auriculaire et de cerveau étaient ensuite prélevés sur chaque fœtus. 
Chaque tissu prélevé, était aliquoté en trois exemplaires, deux conservés à -80°C et un 
dans du formol (10%). Tous les échantillons prélevés n’ont pas été analysés pour cette thèse 
(cf infra). 
 
2.5     Suivi clinique et hématologique 
 
Un suivi clinique journalier des brebis a été réalisé de J-3 jusqu’à J20 post inoculation. 
Il consistait en une prise de température rectale, l’observation de l’état des brebis, de la 
présence ou non d’avortement, de diarrhée, de toux etc. Les signes cliniques observés ont été 
reportés sur une fiche de suivi clinique individuelle (annexe 2).  
Jusqu’à l’euthanasie, les brebis ont également été inspectées, chaque jour lors de la 
distribution de l’alimentation, pour la présence éventuelle d’avortements (avorton présent sur 
le sol, effort expulsif des brebis, présence de matières fœtales à la vulve...).  
En cas d’avortement, le protocole adopté était le suivant : la brebis était identifiée afin 
de réaliser un examen clinique approfondi et les organes de l’avorton en bons états prélevés 
(rate, cerveau notamment). Une partie des échantillons était conservée à -80°C pour les 
analyses virologiques et l’autre moitié était envoyée au Laboratoire Vétérinaire 
Départemental du Tarn-et-Garonne pour tester les principaux agents responsables des 
avortements chez les ovins par PCR (Coxiella burnetii, Chlamydophila abortus, Brucella 
 62 
  
abortus, Salmonella abortus, Toxoplasma gondii, Listeria monocytogenes et bien sûr le 
BDV). 
Par ailleurs des échographies ont été réalisées à J32 et J47 pour évaluer la viabilité des 
fœtus et vérifier l’absence d’avortements qui auraient pu échapper à la vigilance clinique.  
Pendant la période post-inoculation des brebis, des prélèvements sur tubes EDTA ont 
été réalisés environ tous les deux jours jusqu’à J14 (voir calendrier, annexe 1) sur 6 animaux 
de chaque lot (5 brebis infectées + sentinelle) pour la réalisation d’hémogrammes.  
Les sangs collectés étaient analysés directement au moyen d’un automate (MS9-5 
analyser
ND
, Melet Schloesing Laboratories) calibré pour les ovins par le laboratoire d’analyses 
biologiques de l’école. Les comptages en leucocytes, monocytes, lymphocytes, neutrophiles 
et thrombocytes ont ainsi été réalisés.  
Les résultats ont été exprimés pour chaque jour et chaque animal en pourcentage de 
chaque population cellulaire ramené à une ligne de base. La ligne de base est calculée pour 
chaque individu et pour chaque population de cellules, comme la moyenne des données 
obtenues sur les 3 jours qui précèdent l’inoculation virale. Pour chaque population cellulaire, 
les données individuelles ont été transformées ((X/ligne de base)*100) puis les analyses 
statistiques ont été effectuées sur les données transformées.  
 
2.6     Suivi sérologique 
 
Pour le suivi sérologique, trois tubes secs étaient systématiquement prélevés 
(calendrier en annexe 1) sur chaque brebis. Ils étaient laissés à 4°C durant la nuit et 
centrifuger le lendemain pour récupérer le sérum.  
Les sérums étaient ensuite aliquotés dans des eppendorfs. L’un était décomplémenté 
après chauffage à 56°C pendant 30 minutes puis conservé à -20°C pour les séroneutralisations 
(non réalisées dans cette étude). Les deux autres étaient conservés tels quels à -20°C, l’un 
pour la réalisation des ELISA, l’autre comme échantillon supplémentaire.  
 
Concernant l’ELISA, un suivi de la réponse en anticorps NS2-3 a été réalisé sur les 
brebis à J0, J14, J21, J30 et J36. La réponse en anticorps NS2-3 a également été évaluée chez 
les fœtus. La réponse a été testée à l’aide d’un ELISA de compétition selon le protocole 
(annexe 3) du kit ID Screen BVD p80 Antibody One-Step
ND
 (ID Vet, Montpellier). Les 




2.7     Suivi virologique 
 
Des RT-PCR quantitatives ont été réalisées sur le sang des brebis de J0 à J7, à J9, J11 
et J14  ainsi que sur le placenta et les cerveaux, rate et thymus des fœtus. 
 
Extraction de l’ARN 
 
L’extraction d’ARN à partir du sang des brebis post-infection (tubes EDTA, calendrier 
en annexe 1) a été réalisée immédiatement après le prélèvement au moyen du kit NucleoSpin 
RNA blood
ND 
(Macherey-Nagel) selon les recommandations du fabricant (annexe 4).  
L’extraction à partir des tissus a été réalisée en utilisant le kit RNeasy Mini KitND de 
Qiagen. Un échantillon de cerveau d’un avorton constituait le contrôle positif d’extraction. Il 
avait été testé BDV positif  (Ct de 18) par le Laboratoire Vétérinaire Départemental du Tarn-
et-Garonne. Le témoin négatif d’extraction était de l’eau. 
Le protocole d’extraction de l’ARN pour les tissus (annexe 5) a été légèrement 
modifié, celui du fabricant ne permettant pas d’obtenir un échantillon suffisamment 
homogène. Ainsi, 100mg de tissus ont été ajouté à 800µl de tampon puis mixer à 6000g 
pendant une minute. Ensuite 350µl était récupéré et mélangé à 350µl d’éthanol 70% puis le 
protocole était repris à l’étape 5. 
 
Détection par RT-qPCR 
 
Le BDV a été détecté par RT-qPCR en temps réel au moyen du kit LSI VetMax 
BVDV Screening
ND
 (Life Technologies) selon les recommandations du fabricant (annexe 6) 
et à l’aide du thermocycleur LightCycler480ND.  
Le contrôle positif de la PCR était un échantillon de BDV-5 utilisé pour l’inoculation 
des brebis. Le contrôle négatif de la PCR était de l’eau. Par ailleurs, les témoins positif et 
négatif d’extraction étaient également amplifiés.  
La quantification a été réalisée par rapport à une gamme étalon obtenue en réalisant 
plusieurs dilutions (facteur 10) d’un contrôle interne positif (TaqMan® BVDV RNA 
Controls
ND
 du laboratoire Applied Biosystems) correspondant à 10
4
 copies d’ARN de BVDV. 
Les résultats ont été analysés en utilisant le logiciel (release 1.5.1) de l’appareil de 
PCR quantitative (Rocher LightCycler 480). Les charges virales sont exprimées en nombre de 
copies (Log10) par mL pour les sangs et en nombre de copies (Log10) par 100 mg de tissus.  
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2.8     Statistiques 
 
Les analyses statistiques ont été réalisées au moyen du logiciel GraphPad software (La 
Jolla, USA). 
Pour les analyses cinétiques par groupe (RT-qPCR brebis, hématologie..), une analyse 
de variance à deux paramètres avec mesures répétées (two-way ANOVA) a été utilisée.  
Quand les effets jours et paramètre (PCR, leucocytes..) étaient significatifs (significant 
among interactions), une correction de Bonferroni (Bonferroni test between contrasts) était 
utilisée pour comparer le paramètre entre les groupes sur chaque jour.   
Pour les données sans cinétique (PCR fœtus, mesure fœtus par exemple), une ANOVA 
à un paramètre (one-way ANOVA) était utilisée avec une correction de Bonferroni, en 
considérant l’ensemble des groupes. Parallèlement, certaines données de probabilité ont été 
confirmées en réalisant des analyses de groupes deux par deux en utilisant un T-test (Mann-
Whitney U test, GraphPad). 
 
3.    RESULTATS 
 
3.1     Infection expérimentale et suivi des mères 
 
3.1.1      Suivi clinique 
 
Suite à l’arrivée des brebis sur le site de l’ENVT, des signes cliniques minimes à 
modérés, sans conséquence sur l’état général, ont pu être observés, probablement attribuables 
à la mise en lot. Ils se caractérisaient par une diarrhée minime et une congestion vulvaire à 
l’examen clinique (tableau 3). L’ensemble des lots était touché, y compris les sentinelles de 
chaque groupe, excepté les groupes infectés avec du BDV-3 1045 et BDV-6 6090. La veille 
de l’inoculation, tous les groupes, sauf le groupe BDV-4 Isard, présentaient ces symptômes 
minimes. Ces signes cliniques ont aussi été observés après inoculation expérimentale (tableau 
3). Tout au long de l’expérimentation les brebis sont cependant restées vives, leur appétit n’a 
















Le nombre d’animaux touchés avant et après inoculation est présenté dans le tableau 4.  
La faible importance des signes observés expliquent les variations journalières au sein d’un 
groupe et entre groupes.  
 
Tableau 4 : Nombre de brebis présentant des signes cliniques minimes en fonction des 
jours et de la souche inoculée 
 
Les signes cliniques observés sont très probablement attribuables au stress de la mise 
en lot, ils étaient présents avant l’infection expérimentale et également chez les brebis 
sentinelles. Toutefois, dans le groupe BDV-5 Aveyronite, toutes les brebis ont présenté en 
plus un abattement à J8 post-infection. A partir de J9, les signes cliniques ont progressivement 
disparu et les brebis sont restées en forme jusqu’à la fin de l’expérimentation, excepté pour 2 
brebis du groupe BDV-5 et une brebis du groupe BVDV-1 Han qui ont avorté, mais sans 
conséquences cliniques pour elles. 
 
  
Nombre de brebis ayant présenté au moins une fois ce signe clinique 
(X) : Nombre de brebis par lot, sentinelles comprises 
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Les données de la littérature ne rapportent pas de signes cliniques majeurs après 
inoculation expérimentale de brebis avec du BDV. En revanche, une légère hyperthermie est 
presque quasiment rapportée dans les expérimentations publiées. 
Dans notre cas, bien qu’une brebis du groupe infecté avec du BDV-5 Aveyronite ait 
fait un pic d’hyperthermie à 40.2°C à J7, aucune différence significative d’écart de 
température entre ce groupe et le groupe sentinelle n’a été notée (figure 8). De même, les 
différences n’étaient pas significatives entre le groupe BDV-3 et les sentinelles, contrairement 
aux groupes BDV-4, BDV-6 et BVDV-1 qui ont au moins montré une température différente 
significativement des sentinelles dans les sept jours qui ont suivi l’inoculation (annexe 7). Des 
différences significatives de températurs ont été mises en évidence au moins une fois entre 
tous les groupes, excepté entre les groupes BDV-3 et BVDV-1 et BDV-4 et BDV-6. 
Cependant, les groupes BDV-5 et BDV-4 et BDV-4 et BVDV-1 avaient déjà montré 
respectivement des différences significatives de température avant l’inoculation. Ces 
différences significatives n’ont jamais excédé trois jours d’affilée. 
 
 
























BDV-5 Aveyronite BDV-3 10405 BDV-4 Isard 
BDV-6 6090 BVDV-1 Hanovre Sentinelles 
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3.1.2      Hématologie 
 
Les résultats de l’hématologie sont présentés sous la forme de la moyenne (exprimée 
en pourcentage) pour chaque groupe et chaque jour, du pourcentage de chaque population 
cellulaire ramené à une ligne de base. La ligne de base est calculée pour chaque individu et 
pour chaque population de cellules, comme la moyenne des données obtenues sur les 3 jours 
précédant l’inoculation virale. Pour chaque population cellulaire, les données individuelles 
ont été transformées ((X/ligne de base)*100) puis les analyses statistiques ont été effectuées 




On constate une baisse du nombre moyen de leucocytes dans les cinq groupes de J2 à 
J7, alors que le nombre moyen de leucocytes chez les sentinelles reste quasiment stable. Le 
nombre moyen de leucocytes ré-augmente après J7, pour tous les groupes, sauf celui infecté 
avec du BDV-5 Aveyronite, et dans une moindre mesure le groupe BDV-3, où la réduction 
continue même jusqu’à J14 (figure 9).  
Des différences significatives ont été obtenues entre tous les groupes et le groupe 
sentinelle pour au moins deux jours successifs à partir de J2. Par ailleurs, des différences 
significatives entre le groupe BDV-5 et les autres groupes (excepté BDV-3) ont été obtenues 


















Figure 9 : Moyennes des pourcentages du nombre de leucocytes par rapport à un 





La courbe de lymphopénie suit celle de leucopénie (figure 10). La baisse du 
pourcentage moyen de lymphocytes est la plus sévère à J3 pour les groupes infectés avec du 
BDV-3, BDV-6 et le BVDV-1 Hanovre avec des baisses respectives de -35%, -48% et -33%, 
alors que le groupes infecté avec du BDV-4 Isard montre une baisse plus sévère à J6, de         
-53%. Quant au groupe infecté avec du BDV-5 Aveyronite, son pourcentage de lymphocytes 
le plus bas est enregistré à J7 avec une baisse de -44%. 
Des différences significatives ont été obtenues entre tous les groupes (excepté le 
BVDV-1) et le groupe sentinelle pour au moins trois jours successifs à partir de J3 jusqu’à J7. 
Il y avait en plus des différences significatives entre le groupe BDV-5 et les sentinelles pour 
J14. Les résultats entre le groupe BVDV-1 et les sentinelles étaient significativement 
différents uniquement pour J2 et J6. Par ailleurs, des différences significatives entre les 
groupes BDV-5 et BDV-4, BDV-5 et BVDV-1, BDV-3 et BDV-4, BDV-4 et BDV-6, et 
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Figure 10 : Moyennes des pourcentages du nombre de lymphocytes par rapport à un 





Les résultats montrent une absence de modification du pourcentage moyen pour tous 
les groupes par rapport aux sentinelles, excepté aux alentours de J9 post-infection (figure 11).  
Le groupe BDV-4 Isard montre notamment une hausse de 200% ce jour et présente 
une différence significative avec les autres groupes (p<0,005). 
Les différences sont significatives entre les sentinelles et les autres groupes ce jour 
avec p<0,005 pour les groupes BVDV-1, BDV-6 et BDV-4, p<0,01 pour le groupe BDV-5 et 
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Figure 11 : Moyennes des pourcentages du nombre de monocytes par rapport à un 





Une forte variabilité individuelle du nombre moyen de neutrophiles a été observée à 
l’intérieur des groupes, notamment le groupe  BDV-5 Aveyronite et les groupes BDV-6 6090 
et sentinelle à J3. 
Toutefois, les résultats ne montrent pas de modifications majeures du nombre de 
neutrophiles lors de l’expérimentation (absence de différences significatives entre les groupes 
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Figure 12 : Moyennes des pourcentages du nombre de neutrophiles par rapport à un 





Là encore, d’importantes variations individuelles du nombre moyen de thrombocytes 
ont été observées à l’intérieur de tous les groupes. 
Aucune différence significative, entre les groupes infectés et les sentinelles, n’a pu être 
mise en évidence (annexe 12). Entre les groupes eux-mêmes, des différences significatives 
ont été obtenues entre le groupe BDV-4 et les groupes BVDV-1 et BDV-5 uniquement pour 
J6 (annexe 12). La figure 13 suggère en effet une baisse du pourcentage moyen de 
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Figure 13 : Moyennes des pourcentages du nombre de thrombocytes par rapport à un 
référentiel constitué de la moyenne du nombre de thrombocytes à J-4, J-3 et J0 avant 
inoculation 
 
3.1.3      Suivi virologique par RT-PCR 
 
La virémie a été suivie chez les brebis après infection expérimentale par RT-qPCR. 
Le BDV-5 Aveyronite a pu être détecté dans le sang de sept brebis sur huit entre J4 et 
J14 post-infection et sur une période de quatre à cinq prélèvements consécutifs pour chaque 
brebis (tableau 5). 
Le BDV-3 ENVT-10405 a pu être détecté dans le sang de cinq brebis sur huit entre J5 
et J14 post-infection et sur une période de un à trois prélèvements consécutifs pour chaque 
brebis (tableau 5). 
Le BDV-4 Isard a pu être détecté dans le sang de quatre brebis sur huit entre J6 et J14 
post-infection et sur une période de un à deux prélèvements consécutifs pour chaque brebis 
(tableau 5). 
Le BDV-6 ENVT-6090 a pu être détecté dans le sang de six brebis sur neuf entre J5 et 
J14 post-infection et sur une période de un à deux prélèvements consécutifs pour chaque 
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Le BDV-1 Hanovre a pu être détecté dans le sang de huit brebis sur huit entre J4 et J11 
post-infection et sur une période de trois à quatre prélèvements consécutifs pour chaque 
brebis (tableau 5).  
Pour toutes ces brebis, les Ct de la PCR étaient comprises entre 30 et 35, indiquant des 





 copies d’ARN/ml de sang. 
 
Tableau 5 : Nombre de brebis PCR-positives en fonction des groupes et des jours post 
inoculation  
 
 J0 J1 J2 J3 J4 J5 J6 J7 J9 J11 J14 
BDV-5 (n=8) 0 0 0 0 3 4 4 7 7 7 4 
BDV-3 (n=8) 0 0 0 0 0 2 2 2 0 2 2 
BDV-4 (n=8) 0 0 0 0 0 0 2 2 1 2 2 
BDV-6 (n=9) 0 0 0 0 0 2 0 2 1 1 2 
BVDV-1 
(n=8) 
0 0 0 0 3 5 8 7 3 7 0 
 
3.1.4      Suivi sérologique par ELISA  
 
Pour confirmer l’infection expérimentale, un suivi de la réponse sérologique en 
anticorps anti-NS2-3 a été réalisé. Une réponse a été observée chez toutes les brebis infectées. 
Les séroconversions ont eu lieu entre J21 et J30 pour le groupe BDV-5 Aveyronite 
entre J14 et J36 pour le groupe BDV-4 Isard, entre J21 et J36 pour les groupes BDV-6 et 
BVDV-1 Hanovre et entre J14 et J21 pour le groupe infecté par le BDV-3.  
A partir de J36, toutes les brebis étaient séropositives en anticorps NS2-3 et ce jusqu’à 
la fin de l’expérimentation. Les brebis sentinelles de chaque groupe n’ont pas séroconverties, 
confirmant l’absence d’infection sauvage, l’absence de contamination croisée et l’absence de 







3.2     Suivi de l’infection fœtale 
 
3.2.1      Suivi des avortements 
 
Entre l’infection expérimentale et l’euthanasie des brebis, un suivi clinique journalier a 
été réalisé pour détecter d’éventuels avortements.  
Par ailleurs, les deux suivis échographiques réalisés à J32 et J47 ont confirmé la 
présence des fœtus chez toutes les brebis.   
Dans la loge infectée avec du BDV-5 Aveyronite, deux brebis sur huit ont avorté 
(deux avortons par brebis) à J50 (103 jours de gestation) et J54 (107 jours de gestation) post 
infection, sans autre signe clinique. Les morphologies et dimensions des avortons étaient 
conformes à l’âge attendu, sans présence de malformation. Ils ont été testés par PCR pour les 
maladies suivantes : fièvre Q, chlamydiose, brucellose, salmonellose, toxoplasmose, listériose 
et maladie de la frontière. Ils se sont avérés positifs uniquement pour le BDV avec des Ct de 
26,41, 25,62, 24,68 et 25,73 pour le cerveau. 
Dans la loge infectée avec du BVDV-1 Hanovre, une brebis sur huit a avorté (1 avorton) 
la veille de l’euthanasie à J65 (118 jours de gestation). L’avorton a également été testé BDV 
positif par PCR avec un Ct de 24,7 pour le cerveau. 
 
3.2.2      Analyse des fœtus 
 
Le nombre de fœtus récupérés à la fin de l’expérimentation était respectivement de 12 
(en plus des quatre avortons précédents), 14, 17, 20 et 15 (plus un avorton) pour les groupes 
BDV-5, BDV-3, BDV-4, BDV-6 et BVDV-1 respectivement.  
Tout au long des autopsies, les mesures et observations des fœtus ont été reportées 
(annexe 13). D’importantes différences ont été observées entre les groupes quant à la viabilité 
et la présence de malformations congénitales (type arthrogrypose notamment) chez les fœtus. 
On note un important pourcentage de fœtus morts et/ou malformés (les avortons sont comptés 
parmi les fœtus morts) pour les groupes BDV-5, BDV-4 et BVDV-1 avec respectivement 





















Figure 14 : Pourcentage des fœtus morts et/ou malformés en fonction de la souche 
inoculée 
 
Les malformations observées étaient par ordre de fréquence : de l’hydrocéphalie, de 











Photographie 1 : Photographie personnelle prise lors des euthanasies d’un fœtus du 

































Photographie 2 : Photographie personnelle prise lors des euthanasies de l’encéphale 
d’un fœtus du groupe BVDV-1 avec une atrophie cérébelleuse 
 
Aucune malformation ou mortalité n’a été observée dans le groupe BDV-3 et deux 
fœtus infectés par le BDV-6 présentaient des malformations mineures (congestion diffuse et 
modérée du cerveau). 
Les fœtus des sentinelles étaient morphologiquement normaux. 
Plus en détail, le groupe BDV-5 comptait 62,5% de fœtus morts et 8,3% de fœtus 
malformés (ce qui correspond à un fœtus mort également). Le groupe BDV-4 comptait 58,8% 
de fœtus malformés, tous vivants. Le groupe BVDV-1 comptait 12,5% de fœtus morts et 
8,3% de fœtus malformés, tous vivants. Enfin, le groupe BDV-6 comptait 10% de fœtus 
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Concernant le poids des fœtus (figure 17), le groupe BDV-5 apparaît significativement 
différent de tous les autres groupes, excepté du groupe BVDV-1. Tous les groupes 
















Au centre des barres, figurent les groupes pour lesquels la différence moyenne de poids est significative avec : 
 * = p<0,05; ** = p<0,01; *** = p<0,005 
Figure 17 : Moyenne des poids des fœtus (en kg avec écarts-types) en fonction de la 
souche inoculée 
 
Pour le groupe BDV-5, il n’y a pas de différence significative entre les fœtus morts et 
les fœtus normaux. Pour le groupe BVDV-1, il n’y a pas de différence significative entre les 
fœtus malformés et les fœtus normaux. En revanche, pour le groupe BDV-4, il y a une 
différence significative entre les fœtus malformés et les fœtus normaux (p<0,05) (annexe 14). 
Plus précisément, ce sont les fœtus morts du groupe BDV-5 qui sont significativement 
différents des groupes BDV-3, BDV-4, BDV-6 et des sentinelles. Les agneaux normaux du 
groupe BDV-5 sont eux, uniquement différents significativement des agneaux normaux du 
groupe BDV-4 et des sentinelles (annexe 14).  
Les fœtus malformés ou morts (des groupes en possédant) ainsi que les fœtus normaux 
(de ces mêmes groupes) apparaissaient significativement différents des fœtus sentinelles, 
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Concernant la longueur tibiale, elle apparaît uniquement significativement différente 














Au centre des barres, figurent les groupes pour lesquels la différence de longueur moyenne des tibias est 
significative avec : * = p<0,05; ** = p<0,01; *** = p<0,005 
Figure 18 : Longueurs moyennes des tibias (en cm, avec écart-types) en fonction de la 
souche inoculée 
 
Si on regarde plus en détail, on s’aperçoit que les différences s’expliquent par le 
nombre de fœtus morts. En effet, les fœtus morts du groupes BDV-5 sont significativement 
différents des agneaux des groupes BDV-3, BDV-4 (fœtus malformés et agneaux vivants), 
BDV-6 et des sentinelles (annexe 14).  
Concernant le groupe BDV-5 en lui-même, il y avait une différence significative 
(p<0,01) de longueur tibiale entre les fœtus morts et les agneaux vivants que l’on ne retrouvait 











Concernant la longueur radiale, elle apparaît uniquement significativement différente 
entre le groupe BDV-5 et les groupes BDV-3, BDV-4 et les sentinelles. Elle apparaît de 
















Au centre des barres, figurent les groupes pour lesquels la différence de longueur moyenne des radius est 
significative avec : * = p<0,05; ** = p<0,01; *** = p<0,005 
Figure 19 : Longueurs moyennes des radius (en cm, avec écart-types) en fonction de la 
souche inoculée 
 
Si on regarde plus en détail, on s’aperçoit que ce sont les fœtus malformés du groupe 
BVDV-1 qui apparaissent significativement différents des sentinelles (annexe 14).  
Les fœtus morts du groupes BDV-5 sont, quant à eux, significativement différents des 
agneaux des groupes BDV-3, BDV-4 (fœtus malformés et agneaux vivants), BDV-6, BVDV-
1 (agneaux normaux uniquement) et des sentinelles. Concernant le groupe BDV-5 en lui-
même, il y avait une différence significative de longueur radiale entre les fœtus morts et les 
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Concernant la distance atlas-anus, elle apparaît uniquement significativement 
différente entre le groupe BDV-5 et les groupes BDV-3, BDV-4, BDV-6 et sentinelles. Elle 
apparaît de même significativement différente entre le groupe BVDV-1, BDV-6 et les 
















Au centre des barres, figurent les groupes pour lesquels la différence de longueur moyenne atlas-anus est 
significative avec : * = p<0,05; ** = p<0,01; *** = p<0,005 
Figure 20 : Distance moyenne atlas-anus (en cm avec écart-types) en fonction de la 
souche inoculée 
 
Si on regarde plus en détail, on s’aperçoit que ce sont les fœtus malformés du groupe 
BVDV-1 qui apparaissent significativement différents des sentinelles (annexe 14).  
Les fœtus morts du groupes BDV-5 sont, quant à eux, significativement différents des 
agneaux des groupes BDV-3, BDV-4 (fœtus malformés et agneaux vivants), BDV-6, BVDV-
1 (agneaux normaux uniquement) et des sentinelles. Les agneaux normaux du groupe BDV-5 
sont également significativement différents des sentinelles. Concernant le groupe BDV-5 en 
lui-même, il y avait une différence significative de distance atlas-anus entre les fœtus morts et 
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3.2.3      Sérologie des fœtus 
 
Une sérologie BDV a été réalisée sur les sangs fœtaux (sang cardiaque), pour infirmer 
ou confirmer une infection persistante immunotolérante. 
Le test ELISA NS2-3 a mis en évidence 100% de fœtus séronégatifs dans les groupes 
BDV-5 Aveyronite et BDV-6.  
En revanche, concernant les groupes BDV-3, BDV-4 Isard et BVDV-1 Hanovre on 
obtient respectivement seulement 85,7%, 70,6% et 78,6% de fœtus séronégatifs. 
 
3.2.4      Virologie des fœtus 
 
La présence du virus BDV a été recherchée par RT-qPCR sur le cerveau, le thymus et 
la rate de l’ensemble des fœtus ainsi que sur le placenta des brebis.  
Les résultats ont montré que 100% des cerveaux étaient positifs pour les groupes 
BDV-5 et BVDV-1. 95% des cerveaux étaient positifs pour le groupe BDV-6 alors que les 
résultats étaient plus nuancés pour les groupes BDV-3 et BDV-4 avec respectivement 85,7% 
et 88,2% de cerveaux positifs (figure 21). 
Les données issues des thymus confirment les résultats obtenus à partir des cerveaux. 
Pour les thymus, les groupes BDV-5, BDV-4 BDV-6 et BVDV-1 ont 100% de positivité alors 
que le groupe BDV-3 montre 92,3% de résultats positifs (figure 21). 
En revanche, les résultats concernant les rates se sont révélés plus décevants. Alors 
que le groupe BDV-6 affichait 65% de résultats positifs, les groupes BDV-5, BDV-3, BDV-4 
et BVDV-1 montraient respectivement 41,7%, 21,4%, 41,2% et 40% de résultats positifs 
(figure 21). 
Globalement, l’ensemble des fœtus a été détecté positif pour au moins un prélèvement 
pour l’ensemble des groupes testés.  
Finalement, les résultats sur les placentas ont montré respectivement 92,3%, 93,8% et 
86,7% de résultats positifs pour les groupes BDV-4, BDV-6 et BVDV-1. Les groupes BDV-5 























Figure 21 : Pourcentage de tissus fœtaux PCR-positifs en fonction de la souche inoculée 
 
Concernant les charges virales, elles apparaissent globalement en moyenne similaires 
entre les groupes, que ce soit pour les prélèvements de thymus ou de cerveau (figure 22). Des 
différences significatives ont pu être observées pour le cerveau entre les groupes BVDV-1 et 
BDV-3 (p<0,001), BVDV-1 et BDV-6 (p<0,001), et BVDV-1 et BDV-4 (p<0,05). Pour les 
prélèvements de thymus la seule différence significative (p< 0,05) était entre le BDV-5 et le 
BDV-4 (figure 22).  
Les cerveaux PCR-positifs ont montré une charge virale moyenne plus importante que 
les thymus PCR-positifs tous groupes confondus (figure 22). Pour le cerveau, elle était en 
moyenne de 5,7 log10 copies d’ARN pour 100mg d’échantillon pour l’ensemble des groupes 
(avec un écart-type de 1) alors que celle du thymus était en moyenne de 4 log10 copies d’ARN 


























































Au centre des barres, figurent les groupes pour lesquels la différence de charge viral moyenne est significative 
avec : * = p<0,05; ** = p<0,01; *** = p<0,001 
Figure 22 : Moyenne des charges virales (en copies d’ARN log10/100mg de tissus fœtaux) 































































4.    DISCUSSION 
 
Nous allons dans un premier temps discuter la méthodologie utilisée dans cette étude 
puis nous discuterons les résultats obtenus. 
 
4.1     Critères de choix du modèle expérimental 
 
Brièvement, l’objectif de ce travail était d’établir un modèle d’infection fœtale, de 
comparer les différences de pathogénicités entre cinq génotypes viraux, leurs capacités à 
infecter des brebis à 52 jours de gestation et à passer la barrière transplacentaire. 
 
4.1.1      Choix des souches 
 
Parmi les cinq souches utilisées, seules trois d’entre elles avaient déjà été utilisées au 
cours d’une infection expérimentale.  
  La souche BDV-3 ENVT 10405, isolée en 2010 et génotypée en 2012 avait servi à 
inoculer, par voie intranasale, des brebis non gestantes lors d’un challenge vaccinal dans une 
thèse précédente (Anne, 2012). L’infection était alors asymptomatique.  
Le BDV-4 Isard avait déjà montré sa capacité à créer des IPI au cours d’une infection 
expérimentale chez des Isards (Vautrain, 2007 ; Martin et al., 2013). 
Enfin, le BVDV-1 Hanovre avait été testé chez des génisses lors d’une inoculation 
d’épreuve dans le cadre de l’essai de protection fœtale par un vaccin vivant atténué (Meyer et 
al., 2012). Le virus avait alors été détecté par RT-PCR chez 100% des fœtus des génisses 
contrôles non vaccinées.  
Nous pouvons nous interroger sur le choix d’un virus BVDV-1, d’une espèce 
différente, dans le cadre de l’élaboration d’un modèle expérimental ovin d’infection fœtale 
par le BDV. Ce choix repose sur deux idées.  
Premièrement, le modèle va par la suite être utilisé pour valider l’efficacité de 
différents vaccins à protéger les fœtus ovins d’une infection à BDV mais aussi à BVD. En 
effet le virus BVD, s’il infecte prioritairement les bovins, est capable d’infecter les ovins et de 
produire des animaux IPI (Becher et al., 1997).  
Enfin, les vaccins contenant des souches de BDV n’existant plus en France, ce sont 
uniquement des vaccins BVD qui sont utilisés et seront testés dans ce modèle.  
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Or, Vantsis et al., ont montré en 1980, que des brebis immunisées avec du BVDV 
(souche NADL cp) et challengées ensuite avec un virus homologue produisaient 100% 
d’agneaux normaux. Au contraire, des brebis immunisées avec du BVDV et challengées 
ensuite avec un virus hétérologue (BDV, souche Moredun cp) donnaient 92% d’agneaux 
anormaux. Ainsi, il semblerait ici que la souche d’inoculation qui sera choisie pour le modèle 
expérimental détermine par la suite les résultats du challenge vaccinal.  
Cependant, les résultats de cette étude sont à prendre avec précaution, la différence 
avec les agneaux normaux ou anormaux étant faite sur de simples manifestations clinico-
pathologiques, aucune sérologie ou PCR n’ayant été réalisée pour déterminer le statut IPI ou 
non de ces agneaux. De plus, il est désormais admis que les souches cytopathogènes ne 
passent pas la barrière transplacentaire. 
Le choix d’utiliser différentes souches de BDV repose d’abord sur les données de la 
littérature. En effet, Nettleton et al. avaient comparé en 1992 la capacité de trois souches 
différentes de BDV à produire des agneaux IPI. Il y avait parmi elles, la souche Moredun cp 
ainsi que les souches Moredun ncp et Oban ncp. Ils avaient obtenu des différences de 
pathogénicité en fonction de la souche inoculée. 
Par ailleurs, les souches BDV-3 et BDV-6 ont été sélectionnées, car ce sont les 
souches actuellement identifiées dans les élevages ovins, à l’origine des troubles cliniques 
observés ces dernières années notamment en Aveyron.  
La souche BDV-5 est la souche originellement identifiée. Elle n’est plus détectée 
actuellement, mais elle est connue pour présenter un fort pouvoir pathogène par rapport aux 
autres souches de BDV.  
Enfin, la souche BDV-4 a été initialement identifiée chez les isards, où elle a provoqué 
des mortalités importantes jusque dans les années 2003-2004, elle a cependant été détectée 
récemment dans les troupeaux ovins des Pyrénées (Valdazo-Gonzalez et al., 2006).  
 
4.1.2      Choix de la voie et de la dose d’inoculation 
 
La difficulté résidait dans le fait de trouver une voie d’inoculation, une dose 
infectieuse et une période d’infection les plus propices à l’obtention d’agneaux IPI. Peu 
d’études traitent de l’infection expérimentale de brebis gestantes avec un pestivirus (et 
notamment un BDV).  
En nous intéressant à ces publications, nous nous sommes rendu compte que la voie 
majoritaire d’inoculation était la voie intramusculaire, contrairement à la voie intra-nasale, 
couramment utilisée pour les infections par le BVDV. En effet, la voie intramusculaire était 
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utilisée dans trois publications (Caffrey et al., 1997 ; Richardson et al., 1976a ; Garcia-Perez 
et al., 2009) sur sept alors que les autres voies d’inoculation étaient la voie sous-cutanée 
(Nettleton et al., 1992), la voie parentérale (Barlow et al., 1980), la voie intraveineuse (Plant 
et al., 1983) ou encore la voie intra-nasale couplée à la voie intraveineuse (Scherer et al., 
2001). Par ailleurs, le fait que plusieurs épidémies de BDV aient été associées à des vaccins 
contaminés par des pestivirus, nous confortait dans ce choix (Loken et al., 1991). Toutefois il 
faut garder en mémoire que la voie intramusculaire n’est pas la voie d’infection naturelle. 
Concernant les doses infectieuses, celles utilisées dans les études précédentes varient 
entre 2.10
2
 TCID50 et 5.10
7
 TCID50. Par ailleurs, Richardson montra en 1976, que la dose 
d’inoculum utilisée influait sur la sévérité de la maladie induite chez le fœtus. En effet, une 
forte dose d’inoculum (avec 10% de suspension tissulaire d’animal malade) menait à 
d’avantage d’avortements qu’une faible dose (avec 0,1% de suspension tissulaire d’animal 
malade). Cependant, il restait difficile pour nous d’établir une dose appropriée étant donné 
que les souches et les voies d’administration n’étaient pas toutes les mêmes dans ces études. 
La dose de 2.10
6
 TCID50 de BDV-4 a ainsi permis d’infecter 100% des fœtus, sans 
avortement, dans l’étude de Garcia-Perez et al. en 2009, alors que pour des souches plus 
classiques, les doses utilisées étaient moindres (Barlow et al., 1980 ; Caffrey et al., 1997 ; 
Richardson et al., 1976a ; Nettleton et al., 1992  ). Ainsi,  nous avons choisi d’utiliser une 
dose moyenne de 2.10
5
 TCID50, au cas où les autres souches utilisées soient plus abortives. En 
effet, nous voulions avoir la même dose infectieuse pour nos cinq virus afin de pouvoir 
comparer leur pouvoir pathogène et s’affranchir de l’effet dose. 
 
4.1.3      Période d’inoculation et d’autopsie 
 
Pour ce qui est de la période d’inoculation permettant de produire des fœtus IPI, les 
données étaient plus homogènes dans les études. La période de 54 jours, plus ou moins deux 
jours, ressortait dans trois études sur sept (Barlow et al., 1980 ; Caffrey et al., 1997 ; Garcia-
Perez et al., 2009). Dans les autres études, la période d’inoculation n’excédait jamais 60 jours 
de gestation, ce qui correspond à l’acquisition du système immunitaire adaptatif des fœtus. 
C’est donc en accord avec ces données que nous avons choisi une période d’inoculation à 52 
jours de gestations pour toutes les brebis. 
Les brebis ont été euthanasiées environ un mois avant leur terme. Cette période a été 
choisie pour des facilités logistiques. En effet, il était impossible de surveiller les mises bas 
des cinq groupes en même temps afin d’empêcher la prise de colostrum des agneaux 
nouveaux nés. Cependant nous sommes en droit de nous demander si cette période de trente 
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jours supplémentaires n’aurait pas mené à plus d’avortements. Il est en effet connu que les 
avortements à pestivirus peuvent être décalés par rapport au jour de l’infection, et plus 
spécialement pour le BDV. D’un autre côté, le modèle a pour objectif de tester des vaccins 
empêchant le passage transplacentaire du virus et donc à la fois de prévenir les avortements et 
la production d’agneaux IPI. 
 
4.2     Etude comparative du pouvoir pathogène des génotypes                                    
viraux chez la brebis gestante adulte 
 
La virulence des différents génotypes de BDV et BVD chez les brebis adultes a été 
analysée sur la base des réponses clinique, hématologique et virologique.  
 
Sur le plan clinique, les symptômes présentés par les brebis étaient minimes et 
pouvaient être attribués à la mise en lot.  
En comparaison, Garcia-Perez et al. (2009) n’avaient recensé aucun symptôme sur 
leurs brebis infectées par une souche BDV-4, hormis une hyperthermie transitoire avec un 
maximum de trois jours à plus de 40,5°C. Cette hyperthermie n’a pas été mise en évidence 
chez les brebis du groupe BDV-4. Leur température moyenne n’a jamais excédé 39,5°C. De 
plus, elle s’est révélée une seule fois différente significativement de la température moyenne 
des sentinelles dans la semaine ayant suivie l’inoculation. 
Aucune des souches testées ne s’est révélée plus symptomatique qu’une autre. Ces 
résultats étaient prévisibles pour les souches BDV-3, BDV-6, BDV-4 et BVDV-1 dont les 
affections passent le plus souvent inaperçues sur le terrain. Cependant, la souche BDV-5 
Aveyronite est au contraire réputée pour induire des signes cliniques, y compris chez les 
adultes.  
Dans notre cas, bien qu’une brebis du groupe infecté avec du BDV-5 Aveyronite ait 
fait un pic d’hyperthermie à 40.2°C à J7, aucune différence significative d’écart de 
température entre ce groupe et le groupe sentinelle n’a été notée. Par ailleurs, toutes les brebis 
de ce groupe ont présenté en plus un abattement à J8 post-infection, mais sans jamais 
présenter de symptômes types de la « petega ovina ». Dans notre cas, il est possible que 
l’isolat obtenu dans les années 1980 ne fût pas très pathogène, il n’avait jamais été testé 
auparavant.  De plus, la souche utilisée dans notre étude avait subi douze passages en cultures 
cellulaires, ce qui aurait pu atténuer son pouvoir pathogène. 
Concernant les températures en général, les comparaisons entre groupes étaient 
difficiles à faire. En effet, une forte variabilité intra et inter groupe était déjà présente avant 
 89 
  
l’inoculation. Il aurait été intéressant de réaliser la moyenne, exprimée en pourcentage, des 
températures par rapport à la température moyenne des trois jours précédant l’inoculation, 
pour chaque groupe et chaque jour comme ce qui a été fait pour les analyses hématologiques. 
Ceci aurait permis de mieux dégager les éventuels pics de température par rapport aux 
sentinelles et d’atténuer les variations présentes déjà avant l’inoculation.  
 
Sur le plan hématologique, une leucopénie transitoire entre J2 et J7 a été notée pour 
tous les groupes, sauf  le groupe BDV-5, pour qui elle a continué au-delà de J14 sans 
entrainer de différence d’expression clinique en tant que telle comparée aux autres groupes.  
Si on compare les résultats du groupe BDV-4 à ceux obtenus par Garcia-Perez et al., 
on observe des similitudes. En effet, ils avaient obtenu une baisse significative du nombre de 
leucocytes entre J2 et J5 alors qu’elle se situait entre J4 et J6 dans notre cas (J5 n’ayant pas 
été testé). Elle était donc légèrement plus courte et décalée dans le temps en ce qui nous 
concerne. Cela peut être attribué à la dose infectieuse, qui était dix fois plus forte que dans 
notre cas.  
Des similitudes ont également été observées en comparant les résultats du groupe 
BDV-3 avec ceux de Anne (2012). Elle obtenait une leucopénie transitoire s’étalant de J2 à 
J8. 
Cette leucopénie se caractérise principalement par une lymphopénie transitoire qui a 
été mise en évidence pour l’ensemble des groupes entre J2 et J7. Garcia-Perez et al., ne font 
pas mention des lymphocytes dans leur étude. Anne avait obtenu une lymphopénie s’étalant 
entre J2 et J8, donc semblable à nos résultats. Dans notre cas, les différences significatives ont 
principalement été observées entre les différents groupes et le groupe sentinelle sur cette 
période. Aucun groupe ne s’est réellement détaché d’un autre. La leucopénie (lymphopénie 
par apoptose cellulaire) transitoire est un phénomène couramment observé après infection par 
les pestivirus, qui pourrait expliquer l’augmentation de la fréquence des signes cliniques post-
infection observés dans les conditions naturelles.  
Plus curieusement, une monocytose a été obtenue à J9 pour l’ensemble des groupes. 
Elle survient suite à l’épisode de lymphopénie dans notre cas. Le groupe BDV-4 se détache 
nettement des autres groupes de manière significative et présente une augmentation de 200% 
entre J7 et J9.  Cette monocytose n’a jusqu’à présent jamais été décrite dans la littérature pour 
le BDV ou le BVDV. En l’absence d’analyse plus précise, comme l’étude des médiateurs 
sanguins pro-inflammatoires ou l’étude de la réceptivité virale des monocytes, il n’est pas 




Une virémie transitoire a pu être détectée chez quasiment toutes les brebis (annexe 
15). Le fait que cette virémie n’ait pas été détectée chez certaines brebis dans certains 
groupes, peut être attribué à la souche en question. En effet, les souches BVDV-1 et BDV-5 
ont induit une virémie détectable dans 100% et 87,5% des cas, respectivement. Alors que la 
virémie n’était détectable que dans 62,5%, 50% et 66,7% des cas pour les souches BDV-3, 
BDV-4 et BDV-6, respectivement. Par ailleurs, certains jours, des prélèvements n’ont pas été 
analysés (J8, J10, J12 et J13). Il est probable que les brebis vironégatives les autres jours aient 
été positives ces jours-là. Les PCR n’ont pas été réalisées pour les jours ultérieurs, les études 
rapportant que la virémie cesse en générale à J14, quand apparaissent les anticorps 
neutralisants.  
Les groupes BDV-5 et BVDV-1 sont ceux ayant montré le plus de jours consécutifs de 
virémie avec, respectivement, 4 à 5 jours consécutifs et 3 à 4 jours consécutifs. En 
comparaison, les autres groupes présentaient au maximum entre 1 à 3 jours consécutifs de 
virémie. Cette particularité n’a pas eu d’incidence sur le taux d’infection fœtale. En effet, le 
virus a été mis en évidence chez tous les fœtus, tous les groupes confondus, pour au moins un 
organe (annexe 15). Ces données sont similaires à celles obtenues dans la littérature avec les 
modèles d’infection à BVDV chez les vaches gestantes, où la détection du virus chez la mère 
est très souvent fugace et à des titres faibles, alors que les charges dans les fœtus sont très 
importantes. 
Dans notre étude, les charges virales étaient les plus importantes dans les cerveaux des 
fœtus du groupe BVDV-1 et BDV-5, les deux groupes pour lesquels les virémies chez les 
mères étaient les plus longues. Ainsi, la durée de la virémie pourrait avoir un lien avec la 
charge virale retrouvée ensuite chez les fœtus. 
 Le fait que la virémie n’excédait pas cinq jours consécutifs toutes souches 
confondues, indiquait probablement que le virus se concentre ensuite rapidement au niveau de 
l’utérus pour infecter le fœtus. Toutefois, pour en être sûr, il aurait fallu réaliser des ponctions 
de liquide amniotique afin d’évaluer sa concentration en charge virale. Ceci n’a pas été 
réalisé, le risque d’induire un avortement iatrogène étant trop grand. 
Il n’est pas évident de comparer nos résultats à ceux d’autres expérimentations dans le 
sens où peu d’infections de brebis gestantes ont été réalisées. L’institut Moredun en Ecosse a 
mené des travaux à ce sujet dans les années 90 en utilisant la souche du même nom (souche 
Moredun) qui appartient au génotype BDV-1. Cependant, la virémie des brebis n’avait alors 





L’étude récente de Garcia-Perez et al., en 2009, utilisait le génotype BDV-4, souche 
0502234 isolée à partir des leucocytes d’une brebis IPI. Ils détectèrent une virémie dans 
84,6% des cas qui s’étalait sur un à dix jours. Cependant, leur titre d’inoculum était dix fois 
supérieur à celui utilisé dans notre étude (la voie d’inoculation était la même).  
Anne utilisa en 2012 la souche BDV-3 ENVT pour infecter des brebis non gestantes. 
Au cours de cette expérimentation aucune virémie n’avait pu être détectée. Ceci fut 
principalement attribué au fait qu’après vérification du titre viral de l’inoculum, celui-ci 
s’était avéré être quinze fois moins concentré que prévu. Par ailleurs, la voie d’inoculation 
(intranasale) et la dose prévue (10
5 
DICC50) étaient différentes comparées à notre étude. 
Bien que la virémie n’ait pas été détectée chez toutes les brebis, l’infection a tout de 
même bien eu lieu car une séroconversion a été observée pour chacune d’entre elles. 
 
4.3     Etude comparative de l’infection fœtale par les différents      
génotypes de pestivirus 
 
Un des résultats les plus intéressants de cette étude concerne les différences qui ont pu 
être observées quant à la capacité des différents génotypes à induire des avortements et/ou des 
malformations congénitales.  
 
La souche BDV-5 Aveyronite, est celle qui a induit le plus de mortalité et 
d’avortements au sein des différents groupes, suivi par la souche BVDV-1. En effet, la moitié 
des fœtus du groupe BDV-5 étaient morts à l’autopsie (annexe 15). Ce pourcentage pourrait 
être surestimé, du fait de la mort possible des fœtus lors de l’euthanasie des brebis. 
Cependant, il n’y a pas eu de mortalité aussi importante dans les autres groupes en utilisant le 
même protocole et les analyses topographiques donnent des mesures significativement moins 
importantes pour les fœtus morts, suggérant une mortalité antérieure. En effet, Richardson et 
al., proposèrent en 1976 des équations permettant une estimation de l’âge d’un fœtus 
d’agneau (en jours de gestation) en se basant sur sa longueur atlas-anus, sa longueur tibiale et 








Tableau 6 : Calcul de développement fœtal des agneaux du groupe BDV-5 en jours de 
gestation (d’après Richardson et al., 1976b) 
 
BDV-5 normaux morts sentinellesꝉ 
longueur atlas-anus 
longueur moyenne en mm 300 249 354 
âge en jours de gestation* 95 85 106 
longueur tibiale 
longueur moyenne en mm 73 60 84 
âge en jours de gestation** 118 106 128 
longueur radiale 
longueur moyenne en mm 64 52 76 
âge en jours de gestation*** 130 115 145 
moyenne des âges estimés (en jours de gestation) 114 102 126 
 
† sentinelles de l’ensemble des groupes 
* âge estimé calculé à l’aide de la longueur atlas-anus (X) avec l’équation suivante : âge=(X+163)/4.86 
** âge estimé calculé à l’aide de la longueur tibiale (Y) avec l’équation suivante : âge=(Y+59.6)/1.124 
*** âge estimé calculé à l’aide de la longueur radiale (Z) avec l’équation suivante : âge=(Z+41.1)/0.807 
  
Ces équations nous ont permis d’estimer l’âge de nos fœtus sentinelles à 126 jours de 
gestation. Cette valeur n’est pas tout à fait exacte. En effet, les autopsies ont eu lieu à 116 
jours de gestation pour deux d’entre eux, 117 jours de gestation pour quatre d’entre eux et 119 
jours de gestation pour trois d’entre eux. L’âge moyen de nos fœtus sentinelles était donc de 
117 jours. Cependant, malgré cette surestimation de neuf jours de l’âge moyen réel des 
sentinelles, les équations estimèrent les fœtus normaux du groupe BDV-5 à 114 jours et les 
fœtus morts à 102 jours de gestation confirmant l’antériorité de leur mort.  
  En plus de cette mortalité, 25% des brebis ont avorté, les avortements étant spécifiques 
au BDV. On peut aussi supposer que les brebis possédant des fœtus morts auraient pu avorter 
ultérieurement. Ces données confortent la virulence de cette souche observée au cours de 
l’épisode de petega ovina qui toucha l’Aveyron dans les années 80 (Chappuis et al., 1986).  
Les souches BDV-3 et 6, récemment isolées en France, n’ont entrainé ni avortement, 
ni mortalité durant cette étude.  
Au contraire, la souche BDV-4 a essentiellement mené à des malformations (59% des 
agneaux). Ce chiffre est légèrement supérieur à ce qu’avaient obtenu Garcia-Perez et al., dans 
leur infection expérimentale (40%) en 2009, cependant le nombre d’agneaux étaient 
nettement inférieur (5 contre 17 dans notre étude pour ce virus BDV-4). En revanche, 
l’arthrogrypose, et l’aplasie cérébelleuse étaient des symptômes communs aux deux études. 
Toutefois, l’hydrocéphalie n’était pas présente dans leur étude alors que c’était la lésion 
majoritaire dans celle-ci.  
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Le deuxième effet observé dans cette étude portait sur le retard de croissance de 
certains fœtus. Dès lors que la maladie fut décrite pour la première fois par Hughes et al., en 
1959, les agneaux atteints étaient qualifiés de plus chétifs que les autres. Pour certains, cela 
leur donnait un aspect semblable aux agneaux de brebis sous-alimentées pendant la gestation 
(Palsson et al., 1952) et pour d’autres, aux agneaux de brebis ayant subi une insuffisance 
placentaire induite expérimentalement (Creasy et al., 1972). Il faudra attendre 1973 pour que 
Terlecki et al., quantifient ces différences morphologiques et montrent notamment que ces 
agneaux malades ont un poids et des longueurs des os longs inférieurs à ceux des agneaux 
sains. Depuis, de nombreux autres chercheurs se sont penchés sur la question. En 1976, 
Richardson et al., en autopsiant des agneaux normaux à différents stades de gestation, 
postulèrent que le poids cérébral, le nombre de centres d’ossifications secondaires, la 
longueur de os longs et la distance atlas-anus étaient des paramètres morphologiques fiables 
pour déterminer leur développement fœtal. Ils pouvaient être utilisés à partir de 50 jours de 
gestation jusqu’au terme. Ce sont les longueurs que nous avons choisies d’utiliser pour cette 
étude. En effet, le calcul du nombre de centres d’ossifications secondaires faisant appel à la 
radiographie, imposait trop de contraintes et le poids cérébral était inenvisageable. Pour 
certains des cas, les modifications cérébrales étaient trop importantes et relevaient plutôt de 
l’action directe du virus que d’un éventuel retard de croissance.  
 De plus, dans l’étude de Caffrey et al. (1997), la mise en évidence du virus au niveau 
des os fœtaux chez des agneaux infectés par du BDV-1 et en retard de croissance était 
infructueuse jusqu’au 95ème jour de gestation. Cela laisse supposer, soit que le virus est 
difficilement identifiable à cet endroit ou la technique inadaptée, soit que le retard de 
croissance n’est pas dû à l’action directe du virus sur les os eux-mêmes mais à d’autres 
mécanismes. 
 Dans notre cas, le paramètre le plus discriminant a été le poids. En effet, celui-ci s’est 
révélé significativement inférieur pour tous les groupes comparés aux sentinelles, excepté le 
groupe BDV-3. En revanche, les résultats pour les longueurs étaient hétérogènes. Seuls les 
fœtus morts du groupe BDV-5 et les fœtus malformés du groupe BVDV-1 présentaient un 
retard de croissance significatif par rapport aux sentinelles. Pour les fœtus morts du groupe 
BDV-5, ce retard de croissance a été attribué à une mortalité antérieure, les fœtus normaux du 
même groupe ne possédant pas de retard de croissance significatif par rapport aux sentinelles.   
  Ainsi, pour les cinq souches utilisées, un retard significatif de prise de poids a été mis 
en évidence chez tous les fœtus infectés, excepté ceux du groupe BDV-3, mais pas de retard 
de croissance, si on considère les longueurs des os, à l’exception des fœtus malformés viables 
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du groupe BVDV-1. Le fait que certains de ces agneaux nous apparaissaient chétifs lors de 
l’autopsie était donc plutôt dû à une maigreur relative plutôt qu’à une différence de taille.   
 
 En bilan, les souches ne se comporteraient donc pas de la même manière vis-à-vis des 
fœtus. Certaines seraient plus abortives (BDV-5 et BVDV-1 notamment), d’autres auraient 
des capacités à induire de la mortalité (BDV-5, BVDV-1), d’autres à induire des 
malformations (BDV-4, BDV-5, BDV-6) et d’autres à induire des malformations associées à 
des retards de croissance (BVDV-1). Pour le moment, nous ne disposons pas de données qui 
permettent de comprendre ces différences de pouvoir fœto-pathogène, elles pourraient être 
liées à la capacité des souches a entrainé une réponse inflammatoire fœtale différente (voir 
partie bibliographique sur la genèse des IPI) ou à un tropisme différent pour certains tissus 
fœtaux. Pour cela, il aurait fallu pouvoir étudier la réponse du fœtus immédiatement après 
l’infection des mères, au moins par ponction de liquide amniotique échoguidée.   
Notons enfin que cette étude confirme bien que l’ovin est sensible à l’infection par le 
BVDV, avec les mêmes caractéristiques physiopathologiques qu’une infection à BDV. Si en 
France, la plupart des infections chez les ovins est due au BDV, la situation semble différente 
dans d’autres pays, comme, par exemple l’Autriche où les fréquences d’infection croisées 
entre BDV et BVDV sont importantes lors des estives en alpage (Krammeter et al., 2010).  
Si les souches virales présentent des caractéristiques différentes quant aux 
conséquences cliniques de l’infection fœtale, ces différences ne semblent pas corrélées à 
l’importance de l’infection au moins à la date de prélèvement. En effet, les charges virales du 
cerveau et du thymus étant similaires entre les différents groupes, excepté celles du cerveau 
du groupe BVDV-1 qui étaient significativement plus importantes par rapport aux groupes 
BDV-3, BDV-6 et BDV-4 (avec p<0,001 pour BDV-3 et BDV-6 et p<0,05 pour BVD-4). 
Néanmoins, il serait peut-être nécessaire d’envisager d’autres tissus fœtaux à tester.  
Dans notre étude, la rate a montré des seuils de positivité nettement inférieurs aux 
autres organes (41,9% en moyenne contre 93,8% pour les cerveaux). Ces résultats diffèrent 
quelque peu de ceux avancés par Garcia-Perez et al. (2009) qui ont obtenu 100% de rates 
fœtales positives lors d’infection expérimentale de brebis en début de gestation par du BDV-
4. Ces différences sont probablement attribuables dans notre étude à la présence d’inhibiteurs 
de la PCR et à la méthode d’extraction d’ARN utilisée qui ne conviendrait pas à cet organe. 
In fine, une virémie a été mise en évidence chez 100% des fœtus toutes souches 
confondues pour au moins un organe (cerveau ou thymus) (annexe 15). Il n’était pas judicieux 
d’analyser le placenta comme un organe fœtal. En effet, Scherer et al., (2001) avait montré 
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dans leur étude de 2001 une dichotomie entre le placenta côté maternel et le placenta côté 
fœtal quant à la répartition virale. Or, dans notre cas, le placenta était analysé tel quel, aussi 
bien le côté fœtal que maternel.  
Dans l’étude sur le BDV-4 (Garcia-Perez et al., 2009) le cerveau représentait, après la 
rate, l’organe où la détection virale (80% de positivité) et les charges virales étaient les plus 
importantes. Le thymus donnait 75% de positivité. Si on compare avec notre groupe BDV-4, 
nous obtenons des résultats plus élevés pour le cerveau et le thymus avec notamment 88,2% et 
100% de positivité. Le nombre d’animaux utilisés respectivement dans notre étude (trois fois 
plus de brebis), le protocole d’extraction (notamment il n’est pas indiqué si les auteurs sont 
partis des mêmes quantités de tissus) et de RT-qPCR peuvent expliquer ces différences.   
Par ailleurs, les mêmes auteurs ont montré que la PCR sur sang serait bien plus 
sensible que la PCR tissulaire concernant les fœtus. Ils attribuent cette différence à la présence 
d’inhibiteurs présents dans certains tissus qui ne seraient pas efficacement ôtés lors de 
l’extraction. La PCR sur sang fœtal n’a pas été réalisé dans notre cas, il aurait été intéressant 
de la réaliser afin de comparer les résultats.  
 
La définition du statut d’infecté permanent immunotolérant (IPI) repose sur un fœtus 
vivant, malformé ou non, viropositif et séronégatif, dans la mesure où son système 
immunitaire accepte le BDV comme du soi. Sur le terrain, les avortons ou mort-nés pestivirus 
positifs sont souvent considérés comme des IPI. Si on regarde nos résultats, tous les fœtus 
étaient bien viropositifs, avec des charges en ARN importantes. Cependant, bien que les 
mères aient été infectées dans la période la plus propice à la création d’IPI, quelques  agneaux 
étaient séropositifs au moment de l’autopsie (annexe 15). On peut alors considérer que ces 
agneaux font une réponse transitoire (et non pas permanente) avec développement d’une 
réponse immunitaire. Le tableau, ci-dessous, récapitule le pourcentage de fœtus séronégatifs 
(fœtus séronégatifs/fœtus dont le sang fœtal était disponible) obtenus en fonction de la souche 
inoculée ainsi que le pourcentage d’IPI (fœtus vivants, malformés ou non, viropositifs et 
séronégatifs/ l’ensemble des fœtus récoltés, morts et avortons compris) pour chaque groupe. 
Dans ce tableau, on considère que les fœtus morts ne sont pas IPI, même si la mort est 












BDV-5 100% 56% 
BDV-3 86% 86% 
BDV-4 71% 69% 
BDV-6 100% 100% 
BVDV-1 79% 69% 
 
* calculé à partir des fœtus dont le sang fœtal était disponible (ni les avortons, ni les agneaux morts au moment 
de l’autopsie) 
** calculé à partir de l’ensemble des fœtus récoltés (morts et avortons compris) 
 
 Ainsi nous pouvons voir que même si la souche BDV-5 a donné 100% de fœtus 
séronégatifs sur l’ensemble des fœtus testés, seuls 56% d’entre eux ont été identifiés comme 
IPI (voir définition plus haut). En effet, quatre d’entre eux étaient des avortons, et trois autres 
fœtus étaient morts lors de l’autopsie (annexe 15). 
 Ainsi, ce sont les souches BDV-6 et BDV-3 qui semblent donner les meilleurs 
résultats pour l’obtention d’IPI sensu stricto avec respectivement 100% et 86% de fœtus IPI 
obtenus.  
 Pour trois des groupes (BDV-3, BDV-4 et BVDV-1), une hétérogénéité des statuts 
fœtaux parfois même pour les fœtus d’une même brebis, était observée. En effet, l’un d’entre 
eux pouvait être IPI alors que son jumeau était viropositif et immunocompétent. Deux fœtus 
étaient concernés dans le groupe BDV-3, cinq dans le groupe BDV-4 et trois dans le groupe 
BVDV-1 (annex 15).  
 Ces différences de distribution ont déjà été rapportées dans la littérature mais pour des 
infections plus tardives à un moment où le fœtus avait déjà acquis son immunité, ce qui 
semble plus cohérent (Hurtado et al., 2009 ; Campbell et al., 1995). 
 Dans notre cas, la présence concomitante de virus et d’anticorps sériques s’est 
produite alors que la réponse immunitaire adaptative des fœtus était sensée ne pas être encore 
présente. Une première hypothèse aurait été une éventuelle contamination du sang fœtal par le 
sang maternel lors des euthanasies ou un défaut analytique du test. 
 Cependant, si on s’intéresse à la répartition virale au sein des fœtus, on s’aperçoit que 
la charge virale (cerveau et thymus) des fœtus viropositifs et séropositifs est inférieure en 
moyenne à celles des fœtus IPI viropositifs et séronégatifs de la même mère sans distinction 
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entre les souches BDV-3, BDV-4 et BVDV-1. La charge virale inferieure pourrait alors 
s’expliquer par la présence des anticorps et donc de la réponse immunitaire. 
 Deux informations auraient pu nous permettre de trancher quant au réel statut de ces 
individus immunocompétents. En effet, il aurait été intéressant, de quantifier leurs réponses 
sérologiques. Il a déjà été reporté le cas d’infectés permanents avec une très faible réponse 
sérologique contrairement aux individus infectés transitoires. Par ailleurs, Hurtado et al., ont 
établi en 2009 un seuil de virémie sur sang fœtal permettant de distinguer un infecté 
permanent d’un infecté transitoire. Il aurait par conséquent été intéressant de réaliser des PCR 
sur sang fœtal dans notre cas.   
 Dans tous les cas, la présence d’une réponse immunitaire pour certains de ces fœtus 
soulève des questions. Est-elle due à une éventuelle contamination ou à un défaut analytique ? 
Mais dans ce cas, pourquoi ne la retrouve-t-on pas chez tous les groupes ? Un décalage de 
l’infection pour l’un des fœtus est-elle possible ? Elle surviendrait, dans ce cas, alors que son 
immunocompétence est acquise et une analyse plus tardive nous aurait peut être révélée une 
clairance du virus. Ou alors, la réponse innée, et notamment la réponse fœtale en interférons 
de type I ne serait pas inhibée, ce qui pourrait modifier le contexte de la présentation 
antigénique au système adaptatif. 
 
4.4     Souches favorables à l’élaboration d’un modèle 
expérimental d’infection fœtale 
 
Le protocole et les souches utilisées se sont révélés efficaces pour infecter les fœtus. 
En effet, l’infection a bien eu lieu chez toutes les mères, celles-ci ayant toutes séroconverti et 
le virus a également passé la barrière transplacentaire à chaque fois. Il a été retrouvé chez tous 
les fœtus, y compris les morts et les avortons. 
Des différences ont été observées quant à la capacité des souches à induire des 
malformations et de la mortalité fœtale.  
Un des critères d’un vaccin disposant d’une AMM « protection fœtale » contre le virus 
de la BVD chez les vaches est qu’il doit, notamment, empêcher l’infection de plus de 90% des 
fœtus des vaches vaccinées et ultérieurement infectées entre 40 et 120 jours de gestation. Par 
analogie, ceci correspondrait à une protection entre 15 et 85 jours chez la brebis, qui est la 
période à risque concernant la création d’IPI.  
L’infection de vaches gestantes lors de la période critique avec une souche ncp de 
BVDV aboutit la plupart du temps à la création de veaux IPI. Les avortements sont plus 
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rarement observés à cette période d’infection. Dans notre étude, nous avons observé pour 
certaines souches un nombre conséquent d’avortements ou de mortalité fœtale. Les 
avortements lorsqu’ils ont eu lieu, se sont déroulés à 103, 107 (pour le groupe BDV-5) et 118 
jours de gestation (pour le groupe BVDV-1). Comme cela est connu pour les Pestivirus, ils 
sont décalés par rapport à l’infection et se sont donc déroulés après la période à risque. De 
même, il est fort probable que certaines brebis possédant des agneaux morts aient avorté avant 
la mise-bas.  
Lors d’essai de protection vaccinale où l’on compare les pourcentages de nouveau-nés 
IPI entre groupes vacciné et non vacciné, ce genre d’évènement réduit considérablement le 
nombre d’animaux vivants disponibles à la naissance dans le groupe contrôle, et peut par 
conséquent porter préjudice aux pourcentages du test vaccinal. 
A l’inverse, pour les ovins, si l’on considère que les avortements et mortinatalités sont 
consécutifs à l’infection fœtale, ces paramètres sont aussi à prendre en compte lorsque l’on 
établit un test de protection. Avortements et mortinatalités ont aussi un impact économique 
sur le troupeau.  
Ainsi, si l’on considère le critère IPI strict la survenue de mortalité ou d’avortements, 
ne permettrait pas de conclure quant à la réelle prévention de création des IPI sur la période 
donnée. De plus, cela pourrait poser problème pour déterminer la part du vaccin ou du virus 
dans la survenue de tels évènements au cours de l’expérimentation.  
Cela exclurait les souches BDV-5 et BVDV-1 alors que les souches BDV-3, BDV-4 et 
BDV-6 s’avèrent des candidats intéressants pour l’élaboration d’un modèle d’infection 
transplacentaire en vue de tester un vaccin pour la prévention des IPI. En effet, elles ont 
infecté 100% des fœtus et n’ont pas induit de mortalité et d’avortements dans la période 
impartie. Parmi celles-ci, les souches BDV-3 et BDV-6 s’avèrent être les candidates idéales. 
En effet, elles ont permis une infection de 100% des fœtus et le meilleur rendement de 
création d’IPI par rapport aux autres souches testées. 
Ainsi, si l’on considère la protection contre l’infection fœtale sensu lato et ses 
conséquences (avortements, mortinatalités, malformations congénitales et IPI) il pourrait être 
intéressant d’inclure une souche fœto-pathogène, comme la souche BDV-5 Aveyronite. 
L’utilisation de deux souches de challenge BDV éloignées d’un point de vue phylogénétique 










Cette étude a permis de montrer, pour la première fois, que des souches de BDV de 
génotypes différents ne possèdent pas le même pouvoir pathogène pour le fœtus ovin. 
L’ensemble des souches a montré la même capacité à infecter des brebis gestantes et à passer 
la barrière transplacentaire. Toutefois, les capacités des souches à entraîner de la mortalité 
fœtale, des avortements ou encore des retards de croissance et des malformations se sont 
révélées hétérogènes. 
Ces différences pourraient expliquer les différents impacts que pouvaient avoir 
certaines souches de BDV sur des brebis gestantes. Elles sont donc à prendre en considération 
lors de la mise en place d’un plan de contrôle de la maladie, que ce soit en lutte sanitaire ou 
médicale.  
Les résultats obtenus permettent aussi de proposer des pistes de souches 
potentiellement utilisables afin de tester ultérieurement un vaccin conférant une protection 
fœtale pour la Maladie de la Frontière chez la brebis.  
En vue de tester un vaccin pour la prévention des IPI, les souches BDV-3 et BDV-6 
s’avèrent les plus prometteuses. En vue d’une protection fœtale et de ses conséquences, la 
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Annexe 1 : Calendrier des actes réalisés au cours de l’expérimentation  
 












PS tubes EDTA HEMATO Echographie 
-6 07-oct Mardi 46 
   
3  tubes 9ml 2 tubes 4 ml 
  
-5 08-oct Mercredi 47 
  
Oui 
    




1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) Oui 




1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) 
 
-2 11-oct Samedi 50 
 
Oui Oui 
    
-1 12-oct Dimanche 51 
 
Oui Oui 
    
0 13-oct Lundi 52 IM Oui Oui 3 tubes 9ml 2tubes 4 ml 1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) 
 




2 tubes 4 ml 
  
2 15-oct Mercredi 55 
 
Oui Oui 3 tubes 9ml 2 tubes 4 ml 1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) 
 




2 tubes 4 ml 1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) 
 
4 17-oct Vendredi 57 
 
Oui Oui 3 tubes 9ml 2 tubes 4 ml 1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) 
 




2 tubes 4 ml 
  




2 tubes 4 ml 1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) 
 
7 20-oct Lundi 60 
 
Oui Oui 3 tubes 9ml 2 tubes 4 ml 1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) 
 
8 21-oct Mardi 61 
 
Oui Oui 
    




2 tubes 4 ml 1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) 
 
10 23-oct Jeudi 63 
 
Oui Oui 
    
11 24-oct Vendredi 64 
 
Oui Oui 3 tubes 9ml 2 tubes 4 ml 1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) 
 
12 25-oct Samedi 65 
 
Oui Oui 
    
13 26-oct Dimanche 66 
 
Oui Oui 
    
14 27-oct Lundi 67 
 
Oui Oui 3 tubes 9ml 2 tubes 4 ml 1 tube 4 ml (5 brebis /groupe) 
 
15 28-oct Mardi 68 
 
Oui Oui 
    




2 tubes 4 ml 
  
17 30-oct Jeudi 70 
 
Oui Oui 
    




2 tubes 4 ml 
  
19 01-nov Samedi 72 
 
Oui Oui 
    
20 02-nov Dimanche 73 
 
Oui Oui 
    
 114 
  



















N° boucle : 
Dates 
       




0 : normal  
1 : diminué 
2 : anorexie 




0 : normal 
1 : abattu 
2 : léthargie 
       
Toux 
0 : absence 
1 : présence 
       
Respiration 
Fréquence 
0 : normale 
1 : > 60 





1 : muqueux 
2 ; mucopurulent 
       
Jetage oculaire 
0 : absence 
1 : présence 




0 : absence 
1 : modérée 
2 : marquée 
       
Ecoulements 
vulvaires 
0 : absents 
1 : présents 






       
Autres 
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Annexe 5 : Protocole d’extraction de l’ARN tissulaire avec le kit RNeasy Mini KitND 
(Qiagen) 
 




























































Annexe 7 : Tableau récapitulatif des analyses statistiques réalisées sur les températures 
journalières des brebis de J-3 à J20 (ANOVA à deux variables avec correction de 
Bonferroni) 
 
 BDV-5 BDV-3 BDV-4 BDV-6 BVDV-1 Sentinelles 
BDV-5 
 J7**,14* J-3*, -2***, 











BDV-3 J7**,14*  J4*, 12* J6** NS NS 
BDV-4 
J-3*, -2***, 



















 J3*** J4***, 
6**,11***, 12*, 
18* 












Sentinelles NS NS J3* J0*,3*, 6* J4*  
 
JX : jour auquel la différence de température entre deux groupes apparaît significative avec : NS=non 















Annexe 8 : Tableau récapitulatif des analyses statistiques réalisées sur les moyennes des 
pourcentages des leucocytes ramenées à une ligne de base (moyenne des trois jours 
précédant l’inoculation) des brebis de J-4 à J14 (ANOVA à deux variables avec 
correction de Bonferroni) 
 






J14* J11*, 14* J3***, 4***, 
6**, 













BDV-6 J14* NS NS  NS J3*, 4*, 6**, 7* 
BVDV-1 
J11*, 14* 
NS NS NS 















JX : jour auquel la différence des moyenne des pourcentages des leucocytes entre deux groupes apparaît 








Annexe 9 : Tableau récapitulatif des analyses statistiques réalisées sur les moyennes des 
pourcentages des lymphocytes ramenées à une ligne de base (moyenne des trois jours 
précédant l’inoculation) des brebis de J-4 à J14 (ANOVA à deux variables avec 
correction de Bonferroni) 
 











6***, 7***, 14* 




J11**  J3** 
NS 
J4**, 6***, 7*** 
BDV-6 NS NS 
J3**  J7* J3***, 4***, 
6***, 7*** 
















JX : jour auquel la différence des moyenne des pourcentages des lymphocytes entre deux groupes apparaît 





Annexe 10 : Tableau récapitulatif des analyses statistiques réalisées sur les moyennes des 
pourcentages des monocytes ramenées à une ligne de base (moyenne des trois jours 
précédant l’inoculation) des brebis de J-4 à J14 (ANOVA à deux variables avec 
correction de Bonferroni) 
 
 BDV-5 BDV-3 BDV-4 BDV-6 BVDV-1 Sentinelles 
BDV-5  NS J6*, 7***, 9*** NS NS J9** 
BDV-3 NS  J9*** J9*, 11* NS J9* 
BDV-4 J6*, 7***, 9*** J9***  J9*** J9*** J7*, 9***, 11** 
BDV-6 NS J9*, 11* J9***  NS J9***, 11** 
BVDV-1 NS NS J9*** NS  J9*** 
Sentinelles J9** J9* J7*, 9***, 11** J9***, 11** J9***  
 
JX : jour auquel la différence des moyenne des pourcentages des monocytes entre deux groupes apparaît 





Annexe 11 : Tableau récapitulatif des analyses statistiques réalisées sur les moyennes des 
pourcentages des neutrophiles ramenées à une ligne de base (moyenne des trois jours 
précédant l’inoculation) des brebis de J-4 à J14 (ANOVA à deux variables avec 
correction de Bonferroni) 
 
 BDV-5 BDV-3 BDV-4 BDV-6 BVDV-1 Sentinelles 
BDV-5  NS NS NS NS NS 
BDV-3 NS  NS NS NS NS 
BDV-4 NS NS  NS NS NS 
BDV-6 NS NS NS  NS NS 
BVDV-1 NS NS NS NS 
 
J3** 
Sentinelles NS NS NS NS J3** 
 
 
JX : jour auquel la différence des moyenne des pourcentages des neutrophiles entre deux groupes apparaît 





Annexe 12 : Tableau récapitulatif des analyses statistiques réalisées sur les moyennes des 
pourcentages des thrombocytes ramenées à une ligne de base (moyenne des trois jours 
précédant l’inoculation) des brebis de J-4 à J14 (ANOVA à deux variables avec 
correction de Bonferroni) 
 
 BDV-5 BDV-3 BDV-4 BDV-6 BVDV-1 Sentinelles 
BDV-5  NS J6* NS NS NS 
BDV-3 NS  NS NS NS NS 
BDV-4 J6* NS  NS J6* NS 
BDV-6 NS NS NS  NS NS 
BVDV-1 NS NS J6* NS 
 
NS 
Sentinelles NS NS NS NS NS 
 
 
JX : jour auquel la différence des moyenne des pourcentages des thrombocytes entre deux groupes apparaît 







































Longueur radius  






Longueur radius  
Longueur tibia  
Observations  
N° loge-N° brebis : 
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Résultats analysés avec une analyse de variance à un paramètre (one-way ANOVA) et un T-Test : NS = non significatif; * = p<0,05; ** = p<0,01; *** = p<0,005 









Normaux Morts Normaux Malformés Normaux Malformés 
BDV-5 
Normaux  NS NS ** NS NS NS NS *** 
Morts NS  *** *** ** ** * NS *** 
BDV-3 NS ***  NS NS NS NS NS NS 
BDV-4 
Normaux ** *** NS  * * NS ** NS 
Malformés NS ** NS *  NS NS NS ** 
BDV-6 NS ** NS * NS  NS NS *** 
BVDV-1 
Normaux NS * NS NS NS NS  NS ** 
Malformés NS NS NS ** NS NS NS  *** 









Normaux Morts Normaux Malformés Normaux Malformés 
BDV-5 
Normaux  * NS NS NS NS NS NS * 
Morts *  *** *** *** *** *** NS *** 
BDV-3 NS ***  NS NS NS NS NS NS 
BDV-4 
Normaux NS *** NS  NS NS NS NS NS 
Malformés NS *** NS NS  NS NS NS NS 
BDV-6 NS *** NS NS NS  NS NS ** 
BVDV-1 
Normaux NS *** NS NS NS NS  NS NS 
Malformés NS NS NS NS NS NS NS  *** 


















Résultats analysés avec une analyse de variance à un paramètre (one-way ANOVA) et un T-Test : NS = non significatif; * = p<0,05; ** = p<0,01; *** = p<0,005 










Normaux Morts Normaux Malformés Normaux Malformés 
BDV-5 
Normaux  ** NS NS NS NS NS NS NS 
Morts **  ** *** *** ** NS NS *** 
BDV-3 NS **  NS NS NS NS NS NS 
BDV-4 
Normaux NS *** NS  NS NS NS NS NS 
Malformés NS *** NS NS  NS NS NS NS 
BDV-6 NS ** NS NS NS  NS NS NS 
BVDV-1 
Normaux NS NS NS NS NS NS  NS NS 
Malformés NS NS NS NS NS NS NS  NS 








Normaux Morts Normaux Malformés Normaux Malformés 
BDV-5 
Normaux  ** NS NS NS NS NS NS NS 
Morts **  *** *** ** *** *** NS *** 
BDV-3 NS ***  NS NS NS NS NS NS 
BDV-4 
Normaux NS *** NS  NS NS NS NS NS 
Malformés NS ** NS NS  NS NS NS NS 
BDV-6 NS *** NS NS NS  NS NS NS 
BVDV-1 
Normaux NS *** NS NS NS NS  NS NS 
Malformés NS NS NS NS NS NS NS  * 
Sentinelles NS *** NS NS NS NS NS *  
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Annexe 15 : Tableaux synthétiques récapitulant les différents résultats des analyses réalisées sur les brebis et les fœtus 
 
Groupe BDV-5 
Boucles brebis 161 2320 1634 2524 67319 2749 3345 4448 
PCR + + + + + + + - 
Sérologie + + + + + + + + 
Fœtus 
Statut Vivant Vivant Mort Vivant Mort Mort Avorton Avorton Mort Mort Vivant Mort Vivant Vivant Avorton Avorton 
PCR + + + + + + + + + + + + + + + + 
















Boucles brebis 2743 1652 2621 119 20046 3373 2321 10766 
PCR - + + - + - + + 
Sérologie + + + + + + + + 
Fœtus 
Statut Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant 
PCR + + + + + + + + + + + + + + 
ELISA - - + - - - - - - - - - + - 
 
Groupe BDV-4 
Boucles brebis 90038 3195 90044 90094 3079 3151 1368 10258 
PCR - - + + + + - - 
Sérologie + + + + + + + + 
Fœtus 
Statut Vivant Vivant Vivant Vivant V V V Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant V V V Vivant  Vivant 
PCR + + + + + + + + + + + + + + * + + 
ELISA - - + - - + + - - - - + - - - - + 





Boucles brebis 20109 90021 90156 90055 10042 1529 20289 1443 160 
PCR - + + - - + + + + 
Sérologie + + + + + + + + + 
Fœtus 
Statut Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant V V V V V V V Vivant  Vivant V V 
PCR + + + + + + + + + + + + + + + + + + + + 
ELISA - - - - - - - - - - - - - - - non 
testé 
- - - - 
 
Groupe BVDV-1 
Boucles brebis 3185 1248 3156 2398 11728 3344 4547 4369 
PCR + + + + + + + + 
Sérologie + + + + + + + + 
Fœtus 
Statut Vivant Vivant V V V Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Vivant Avorton Mort Vivant 
PCR + + + + + + + + + + + + + + + + 




PCR brebis : + quand PCR positif au moins un jour 
PCR fœtus : + quand PCR positif pour au moins un organe 
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